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Figure I1 : Il existe trois types d’évènements lors de la recombinaison spécifique de site. 
L’ADN est représenté par un trait simple ou deux traits circulaires ou linéaires et les sites de 
recombinaison par des flèches et rectangles noirs ou roux. Les étoiles servent de repères pour 
visualiser l’inversion d’ADN. A- Intégration d’une molécule d’ADN dans une autre. L’intégration 
d’une molécule d’ADN dans une molécule circulaire donne un produit avec deux sites de 
recombinaison en orientation directe. L’excision est l’inverse de la réaction d’intégration. B- 
L’inversion se produit sur une molécule d’ADN comportant deux sites de recombinaison en 










A. LA RECOMBINAISON SPECIFIQUE DE SITE XER 
La recombinaison génétique peut être considérée comme l’ensemble des mécanismes 
moléculaires menant au remaniement de l’information génétique. Ces réarrangements de 
séquence nucléotidique sont la principale cause de la diversité génétique au sein des 
populations. Contrairement à la recombinaison homologue qui peut avoir lieu entre toutes 
séquences homologues, la recombinaison spécifique de site a lieu entre deux loci ADN 
(séquence de recombinaison) spécifiquement reconnus par une ou plusieurs protéine(s) 
spécialisée(s) appelée(s) recombinase(s). La recombinaison spécifique de site se retrouve 
aussi bien chez les eucaryotes que les procaryotes, archées et virus (Grindley et al., 2006). 
Selon l’arrangement initial des sites de recombinaison parentaux, la recombinaison spécifique 
de site peut conduire à des intégrations, des excisions ou encore à des inversions (Figure I1). 
Chez les bactérie, la recombinaison spécifique de site est impliquée dans les 
mécanismes de réarrangement programmé des séquences nucléotidiques, dans la résolution 
des cointégrats et des dimères de réplicons, dans l’intégration et l’excision de génome 
phagique, dans le contrôle de l’expression génique mais aussi dans la génération de diversité 
génique par l’acquisition de gènes avantageux (Stark et al., 1992 ; Hall et Collis, 1995). 
La comparaison de leurs résidus catalytiques classe les recombinases en deux 
familles : la famille des recombinases à tyrosine (YR) et la famille des recombinases à sérine 
(SR) (Nunes-Düby et al., 1998). Ces deux familles de recombinases diffèrent par leur 
séquence en acides aminés et structure protéique mais également par le mécanisme de la 
réaction de recombinaison qu’elles catalysent. Dans les deux cas, le clivage de l’ADN a lieu 
par attaque nucléophile de l’ADN par un groupement hydroxyle présent sur la chaine latérale 
de la recombinase. C’est précisément la nature du résidu catalytique réalisant l’attaque 
nucléophile sur l’ADN qui indique le nom de la famille de recombinase (Grindley et al., 
2006). Les recombinases à sérine introduisent des coupures doubles brins au niveau des deux 
sites de recombinaison grâce à une attaque nucléophile de l’ADN via leur sérine catalytique. 
Après que tous les brins d’ADN soient clivés, deux demi-sites parallèles subissent une 
rotation de 180° par rapport aux deux autres demi-sites avant que les brins ne soient échangés. 
Même si la façon dont se déroule précisément la rotation reste sujette à polémique, il a été 
montré que la direction de la rotation suit le sens des aiguilles d’une montre et permet de 
relâcher la superhélicité négative naturelle des substrats ADN. Dans le cas de molécules 
d’ADN relâchées, la direction de la rotation est quelconque (Klippel et al., 1993).  
  
Figure I2 : Organisation des sites de recombinaison des recombinases à tyrosine  
A) Représentation des trois sites de recombinaison minimaux (sites cœurs) : loxP, FRT et dif. Les 
triangles noirs positionnent les sites de clivage de part et d’autre des régions centrales. Les bras de 
fixation des recombinases sont représentés par des flèches. B) Représentation des sites plasmidiques 
cer et psi constitués d’un site cœur et de séquences accessoires où se fixent les protéines accessoires 
PepA, ArgR et ArcA. C) Représentation des sites de recombinaison du phage λ constitués d’un site 
cœur et des séquences accessoires où se fixent les protéines accessoires IHF, Xis, Fis. Les sites P, sont 
des sites de fixation de la recombinase. On note que les sites de recombinaison ne sont pas les mêmes 









Contrairement aux SR, les YR clivent un seul brin de chaque site à la fois via leur 
tyrosine catalytique. Une fois clivés, les brins sont échangés avec leur partenaire dans un 
premier temps, créant ainsi un intermédiaire réactionnel appelé jonction de Holliday qui 
conduit ensuite à la coupure du second brin de chaque site. Le travail présenté ici portant sur 
une recombinase de type YR (XerCD), nous allons décrire plus en détails les YR et leur 
fonctionnement dans les chapitres suivants. 
1. LES RECOMBINASES A TYROSINE (YR) 
Les recombinases à tyrosine sont plus souvent retrouvées chez les procaryotes, mais 
sont également présentes chez les archées et mêmes les eucaryotes (Nunes-Düby et al., 1998). 
Elles se caractérisent par un domaine catalytique très conservé au niveau de sa séquence et de 
son repliement et une identité moindre en dehors du domaine catalytique (Argos et al., 1986 ;  
Abremski et Hoess, 1992 ; Esposito et Scocca, 1997). Les YR sont, par leur domaine 
catalytique, associées à deux autres classes d’enzymes : les topoisomérases de type IB et les 
protélomérases. Les topoisomérases de type IB résolvent les problèmes topologiques de 
l’ADN tel que le superenroulement excessif qui est délétère. Elles assurent un clivage 
monobrin,  permettant ainsi le passage du second brin à travers le premier avant religature 
(Champoux, 2001). Les protélomérases assurent la protection des extrémités des réplicons 
linéaires en maintenant les extrémités sous forme d’épingle à cheveux (Kobryn et al., 2001). 
Les mécanismes de recombinaison que catalysent les YR ont été modélisés sur le base 
d’études des YR modèles pour lesquelles on possède des données structurales (Nunes-Düby et 
al., 1995 ; Arciszewska et al., 1995 ;  1997 ; Hallet et al., 1999 ; Subramanya et al., 1997). 
Ces systèmes peuvent être classés en deux groupes suivant le niveau de complexité du 
mécanisme réactionnel employé. Le premier groupe englobe les systèmes dits simples dans 
lesquels la réaction de recombinaison se déroule sans nécessité de protéines accessoires. Le 
second groupe, plus complexe, nécessite des protéines et des séquences accessoires pour 
donner une sélectivité à la réaction de recombinaison (Figure I2). Dans le premier groupe, on 
retrouve le système Cre-loxP du bactériophage P1 et le système FLP-FRT de la levure 
Saccharomyces cerevisiae. La recombinase Cre (38kDa) catalyse spécifiquement une 
recombinaison au niveau des sites loxP (locus of crossover in P1) permettant la résolution des 
réplicons du phage P1 en monomères (Łobocka et al., 2004). FLP (45KDa), quant à elle, 
catalyse spécifiquement une recombinaison au niveau des sites FRT (Flippase Recognition 
Target) portés en orientation indirecte par le plasmide 2µm. Il en résulte une inversion d’une 
partie de la séquence plasmidique qui est nécessaire à l’amplification du plasmide (Zhu et 
Sadowski, 1995). Dans le second groupe, on retrouve l’intégrase du bactériophage λ (40KDa) 
  
Figure I3 : Représentation schématique des recombinases à tyrosine  
Organisation génétique des recombinases Cre, FLP, XerC/D et Int λ. Les résidus conservés sont 
positionnés dans les domaines catalytiques. En gris clair sont représentés les domaines N-Ter de 
fixation du site cœur et en gris foncé le site de fixation des bras présent dans l’intégrase du phage  
(Cf Chapitre I.A.1.b). 
 
Figure I4 : Architecture du domaine catalytique des recombinases à tyrosine  
A- Représentation de la structure de Cre. Les hélices A-E forment le domaine N-ter et le reste 
correspond au domaine catalytique. Les résidus catalytiques conservés sont représentés (sauf le résidu 
E/D situé entre le résidu R en orange et le résidu K en jaune) et le code couleur sert à repérer les 
différentes hélices et feuillets dans les structures des autres YR. B- Conservation de l’architecture du 





qui permet l’intégration et l’excision du phage du chromosome durant respectivement les 
cycles lysogéniques et lytiques du phage (St-Pierre et Endy, 2008). On y retrouve également 
les recombinases XerC et XerD (38 KDa). Elles résolvent les dimères de réplicons afin de 
permettre une bonne ségrégation du matériel génétique. Toutefois avant de rentrer dans les 
détails mécanistiques de la réaction de recombinaison, il est important de présenter les 
différents sites de recombinaison. 
a) LES DIFFERENTS SITES DE RECOMBINAISON 
Les sites de recombinaison loxP et FRT sont des sites minimaux, c’est-à-dire qu’ils 
sont composés de deux bras de fixation de monomère de recombinase séparés par une région 
centrale (Figure I2). Ils font chacun 34  pb et sont constitués de deux bras de fixation en 
répétition inverse d’une taille de 13 pb chacun. Les bras de fixation sont séparés par une 
région centrale asymétrique de 8 pb (Hoess et al., 1985 ; Jayaram, 1985). Cette asymétrie 
permet l’orientation du site de recombinaison sur l’ADN substrat (Hoess et al., 1986 ; 
(Senecoff et Cox, 1986 ; Nash et Robertson, 1989 ; Stark et al., 1992).  
Dans le cas du phage λ, les sites de recombinaison sont portés par les génomes 
phagiques (attP) et bactériens (attB) sont composés d’une région cœur de 15 pb flanquée de 
part et d’autre par deux sites de fixation de l’intégrase en répétition inverse. Les séquences 
accessoires permettant la fixation des protéines accessoires IHF, Fis et Xis ainsi que les 
« bras » de fixation du domaine N-terminal de l’intégrase (P, P’) ne sont portées que par le 
site attP. Contrairement au reste des séquences accessoires, les « bras » sont localisés de part 
et d’autre de la région cœur. L’excision du phage λ donne naissance à deux sites chimériques 
nommés attL et attR. Elle requiert les protéines IHF, Fis et Xis tandis que l’intégration ne 
requiert que la protéine IHF.  
 Les recombinases XerC et XerD se fixent sur un site minimal de 28 ou 30 pb qui peut 
être ou non accompagné de séquences accessoires suivant que l’on ait affaire à un site 
plasmidique (cer et psi) ou chromosomique (dif). Le système de recombinaison XerCD-dif 





Figure I5 : Diversité des synapses de recombinaison  
Représentation des différentes synapses Cre-loxP. Le brin « top » est représenté en noir et le brin 
« bottom » en rouge. Les flèches en noir représentent l’orientation du site loxP dans la synapse. Dans 
les synapses antiparallèles, il y a une synapse clivant le brin « bottom » et une synapse clivant le brin 
« top » tandis que dans les synapses parallèles, chaque synapse formée a une configuration lui 
permettant de cliver soit le brin « top », soit le brin « bottom ».  
  




Clivage brin « top » Clivage brin « bottom » 
Clivage brin « top »/ « bottom » 
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b) STRUCTURE ET ORGANISATION DES RECOMBINASES A 
TYROSINE 
Les YR forment des structures « C-shaped clamp » autour de l’ADN, c’est-à-dire que 
l’ADN est piégé entre les domaines N-terminal et C-terminal de la protéine séparés par un 
linker (Guo et al., 1997). Les domaines N-terminaux des YR sont très différents et sont 
spécialisés dans la fixation au site de recombinaison et dans les interactions protéines-
protéines. Leurs domaines C-terminaux en plus d’une activité de fixation au site de 
recombinaison, sont impliqués dans des interactions protéines-protéines mais surtout ils 
contiennent le domaine catalytique (Figure I3). Contrairement à Cre et FLP qui se lient 
uniquement aux sites minimaux, l’intégrase du phage λ possède un domaine additionnel 
localisé à l’extrémité N-terminale qui lui permet de se lier aux « bras » localisés de part et 
d’autre de la région centrale (Biswas et al., 2005).  
 Le domaine catalytique des recombinases à tyrosine possèdent sept résidus fortement 
conservés qui occupent une position tridimensionnelle proche de la tyrosine catalytique : R-
E/D-K-H-R-H/W (Gopaul et Van Duyne, 1999 ; Champoux, 2001) ; Gibb et al., 2010) 
(Figure I8 et paragraphes suivants). L’analyse de la diffraction aux rayons X des cristaux de 
Cre, FLP, XerD et de l’intégrase λ montre que l’hélice portant la tyrosine catalytique n’est 
structurée qu’en présence d’ADN (Van Duyne 2001 ; Guo et al., 1997 ; Chen et al., 2000) 
(Figure I4).  
c) CONFIGURATION DU COMPLEXE SYNAPTIQUE 
La fixation des recombinases à leur site se fait de manière coopérative. C’est-à-dire 
que la fixation d’un monomère sur un bras favorise considérablement la fixation d’un autre 
monomère sur le deuxième bras du site. Cette coopérativité de fixation proviendrait des 
interactions protéines-protéines de deux monomères fixés sur un même site (Van Duyne, 
2001 ; Spiers et Sherratt, 1999). Une fois les recombinases fixées sur les deux sites substrats, 
elles s’assemblent en un tétramère de recombinases. Une telle association des recombinases 
autour de leurs sites de recombinaison est appelée synapse de recombinaison. Les études 
menées sur les synapses Cre-loxp et Flp-FRT en microscopie électronique suggèrent que la 
synapse peut se former de quatre façons différentes : deux complexes synaptiques dont les 
sites de recombinaison sont orientés en antiparallèle et deux autres complexes synaptiques 
orientés en parallèle. Chaque couple de configuration synaptique comprend avec une synapse 
prête pour l’échange du « brin top » et une synapse prête pour un échange du « brin bottom »  
(Figure I5) (Hamilton et Abremski, 1984 ; Huffman et Levene, 1999 ; Ghosh et al., 2007). 












Figure I6 : Organisation de la synapse Cre-loxP après clivage   
Modèle représentatif de l’organisation de la synapse des YR après clivage basé sur Cre-loxP. L’ADN  
est représenté en jaune. Les monomères de Cre qui ont catalysé le clivage sont en vert tandis que les 












Figure I7 : Comparaison de l’organisation des recombinaisons dites « simples »  et de l’intégrase 
du phage    
Représentation des recombinases libres (subunit domain) ou assemblées en synapse (recombination 
assembly). L’intégrase du phage  possède un domaine N-terminal additionnel (arm-binding) qui se 




alignés en antiparallèle conduisent à la formation d’une synapse efficace en recombinaison 
(Van Duyne, 2001 ; Grindley et al., 2006).  
Dans le cas de Cre, FLP et Int, chaque monomère interagit avec un voisin de façon 
cyclique via une extension C-terminale (Guo et al., 1997 ; Van Duyne, 2005). Le monomère 
actif donne au monomère inactif son extension C-terminale au sein du même duplex tandis 
que le monomère inactif donne son extension C-terminale au monomère actif situé sur l’autre 
duplex. De ce fait, le mode d’assemblage de la synapse définit le couple de recombinases actif 
et l’ordre dans lequel les brins seront échangés (Guo et al., 1999). 
Au sein du complexe, les quatre bras sont courbés et pointent vers le domaine C-
terminal pour sortir du complexe. Les domaines N- terminaux des recombinases interagissent 
avec le sillon majeur de l’ADN et forment de solides interactions protéines-protéines qui 
persistent tout au long de la réaction de recombinaison (Van Duyne, 2001). La délétion des 
domaines N-terminaux chez Cre, Int λ, XerCD et Flp abolit la capacité de ces dernières à 
catalyser une recombinaison. Il est alors intriguant de voir que certaines recombinases de la 
famille des intégrases FimBE et ResD soient naturellement dépourvues de ce domaine et 
restent capable de médier une réaction de recombinaison (Klemm, 1986 ; Lane et al., 1986 ; 
Ferreira et al., 2001). Les domaines C-terminaux interagissent consécutivement avec le sillon 
mineur et le sillon majeur se trouvant sur la face opposée du substrat ADN où interagissent les 
domaines N-terminaux (Van Duyne, 2001).  
Les co-cristaux des recombinases Cre et Flp liées à leur site de recombinaison 
présentent une configuration de la synapse de recombinaison où les sites de recombinaison 
sont en orientation antiparallèle et sont courbés de façon à ce que les quatre bras forment une 
structure carrée à l’extérieur du complexe synaptique (Guo et al., 1997 ; Van Duyne, 2001 ; 
Chen et al., 2000). Les interactions entre monomères de recombinases au sein d’un même site 
sont de même nature que celles au sein de la synapse, créant une pseudo-symétrie d’ordre 4 
maintenue par les hélices A et E des domaines N-terminaux (Figures I6).  
En dehors de son interaction avec les « bras », la configuration du complexe 
synaptique de l’intégrase du phage λ est similaire à celles de Cre et FLP (Biswas et al., 2005). 
Toutefois, l’intégrase λ est déficiente en hélice E qui contribue fortement aux interactions 
entre les différents monomères du tétramère de recombinases (Guo et al., 1997). L’absence de 
cette hélice fragilise l’interaction du tétramère d’intégrases dont les domaines de fixation au 
cœur pivotent de ~30° l’un par rapport à l’autre. Au sein du complexe synaptique, les 
domaines de fixation aux « bras » forment un tétramère qui fixent les bras de façon 
                           
 
 
Figure I8 : Modèle de recombinaison catalysée par les YR basée sur les données structurales de 
Cre/loxP 
A- Le site de recombinaison est représenté par des traits. Les flèches positionnent et orientent les deux 
sites de fixation (bras) des recombinases. Les recombinases sont représentées par les ovales bleu 
foncés et bleu clairs. Les contacts entre les parties C-terminale de chaque recombinase sont aussi 
représentés (traits plus petit cercle). Les tyrosines actives (Y) et les extrémités (5’-OH) produites sont 
aussi représentées. La recombinaison se déroule en plusieurs étapes : coupure, EB pour échange de 
brin et isomérisation. B- Représentation des structures obtenues pour chaque intermédiaire de la 
















antiparallèle (Figure I7). Après fixation de l’intégrase, les deux sites attP et attB à recombiner 
sont rapprochés grâce à la protéine IHF courbant l’ADN. Différentes structures 
cristallographiques montrent par ailleurs que la configuration du complexe synaptique de λ-
Int-att n’est pas statique. Son évolution permet un bon déroulement de la réaction de 
recombinaison (Cf Chapitre I.A.1.e). 
Les réactions de coupure et d’échange de brins ont lieu une fois le complexe 
synaptique formé. Elles se font chez les recombinases à tyrosine de manière séquentielle. Les 
structures cristallographiques suggèrent un modèle d’échange de brins dans lequel les 
monomères diagonalement opposés au sein du complexe nucléoprotéique échangent chacun 
une paire de brins pour former l’intermédiaire en jonction de Holliday. Le second échange de 
brins est catalysé par le second couple de recombinases, formant un produit dont les 
séquences cœurs sont en orientation antiparallèle.  
d) COUPURE ET ECHANGE DE BRINS 
La réaction de recombinaison se fait en plusieurs étapes et ne nécessite ni énergie 
supplémentaire ni de cations divalents (figures I8 et I9). Elle consiste en une attaque 
nucléophile de la tyrosine catalytique au niveau du phosphate scissile localisé à la périphérie 
de la région centrale. Cela résulte en la formation d’un intermédiaire phosphotyrosine en 3’et 
d’une extrémité hydroxyle libre en 5’ (Figure I9A). Ensuite, l’extrémité hydroxyle libre 
attaque le groupement phosphotyrosine situé sur le brin opposé. Cette attaque est facilitée par 
la conformation « square planar » du complexe synaptique (Chen et Rice, 2003). Le 
phosphate en 3’ se lie à l’hydroxyle libre, formant une jonction de Holliday. Le complexe 
s’isomérise de sorte à inverser l’activité des couples de recombinases afin de contrecarrer la 
réversibilité de la réaction. Le second brin intact est alors clivé, donnant à nouveau naissance 
à des extrémités hydroxyles libres qui attaquent leur partenaire en 3’. La réaction est ainsi 
complétée et la jonction de Holliday résolue (Grindley et al., 2006).  
Il a été montré que Cre clive préférentiellement le « brin bottom » pour la formation 
d’une jonction de Holliday et que le brin « top » est ensuite échangé pour la résolution de la 
jonction de Holliday. En effet, les complexes synaptiques Cre-loxP menant préférentiellement 
une coupure du « brin bottom » se forment huit fois plus que ceux qui clivent 
préférentiellement le « brin top »  (Pinkney et al., 2012). Quant à l’intégrase λ, elle clive 
préférentiellement le « brin top » (Kitts et Nash, 1988 ; Lee et Sadowski, 2001) tandis que 
FLP montre très peu de préférence de clivage voire pas du tout (Dixon et Sadowski, 1993 ; 
Lee et al., 2000). Il a été suggéré que le faible niveau de préférence de clivage de brins par 
FLP soit un avantage pour ce système de recombinaison dont le but est d’orienter au hasard 
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Figure I9 : Clivage de l’ADN par les recombinases à tyrosine  
A- Le OH de la tyrosine sert de nucléophile dans une attaque « en ligne » du groupement phosphoryl 
activé par une base (charge – en rouge) sur de l’ADN. En résulte un intermédiaire pentavalent du 
groupement phosphoryl qui  évolue vers une liaison phosphotyrosyl unissant l’ADN à la recombinase 
en libérant une extrémité 5’OH d’ADN. Adapté de (Grindley et al., 2006) B- Organisation du site actif 
dans l’intermédiaire pentavalent lorsque le phosphate est remplacé par un vanadate (V) (en rouge les 




des segments d’ADN (Chen et Rice, 2003). Le choix du premier brin clivé par XerCD dépend 
de la présence ou non de facteurs accessoires (Arciszewska et Sherratt, 1995 ; Aussel et al., 
2002).  
Bien que le rôle des différents résidus catalytiques impliqués dans la réaction de 
recombinaison ne soit pas complètement défini, nous avons une idée assez précise de 
l’organisation du cœur catalytique (Figure I9A). Des études menées sur la topoisomérase du 
virus de la Vaccine indiquent que la lysine catalytique serait l’acide général responsable de la 
protonation du groupement hydroxyle via une interaction dans le sillon mineur de l’ADN lors 
de la réaction de coupure. Elles montrent également que la fonction de base générale serait 
assurée par l’histidine II catalytique qui accepterait un proton de la tyrosine catalytique juste 
avant clivage. Cependant, cette histidine n’est pas aussi conservée que les autres résidus et sa 
mutation n’est pas toujours délétère. Ceci implique que la réaction de coupure nécessite plus 
un acide général qu’une base puisque le pKa de la tyrosine est plus faible que celui de 
l’hydroxyle en 5’ (Krogh et Shuman, 2002 ; Grindley et al., 2006 ; Gibb et al., 2010).  
Ces données sont confirmées par le remplacement du phosphate scissile par un 
vanadate pentavalent dans un co-cristal Cre-loxP dans lequel chacun des sept résidus 
catalytiques a été remplacé par les dix-neuf acides aminés alternatifs (Figure I9B). Cette 
expérience a permis de mieux comprendre l’implication des résidus catalytiques dans la 
réaction de recombinaison et donc de les classer en trois familles suivant leur degré de 
tolérance de substitution. Le premier groupe comprend la tyrosine et la lysine essentielle pour 
la catalyse. Ainsi, un nucléophile et un acide général suffisent à la réaction de recombinaison. 
Le second groupe est constitué des deux arginines qui stabilisent par des ponts hydrogènes, 
les charges négatives du phosphate pentavalent, de l’hydroxyle en 5’ sortant et de l’hydroxyle 
de la tyrosine. Ces deux résidus sont diamétralement opposés. Ainsi, leur rôle est inversé lors 
de la coupure et de la ligature. Le troisième groupe comprend l’acide glutamique (acide 
aspartique pour FLP, λInt et XerCD) l’histidine ainsi que le tryptophane (histidine pour λInt et 
XerCD). Ces derniers sont les plus tolérants aux mutations et auraient un rôle architectural et 
de stabilisation du phosphate pentavalent lors de l’étape transitionnelle de la catalyse (Figure 
I9) (Blakely et al., 1993 ; Gao et al., 2005 ; Gibb et al., 2010).  
La taille du linker entre les trois hélices (L-N) localisées dans le domaine C-terminal 
(Figure I4) indique le mode de clivage d’une recombinase donnée. Cre, λInt et Xer effectuent 
un clivage en cis à la périphérie de la région centrale (Nunes-Düby et al., 1994 ; Arciszewska 
et Sherratt, 1995 ; Guo et al., 1997). C’est-à-dire que l’ensemble des résidus catalytiques 
nécessaires à une activité de coupure d’un monomère est porté par le monomère lui-même. 
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Cependant, le clivage d’un site FRT nécessite que la tyrosine catalytique localisée dans 
l’hélice M d’un monomère de FLP s’adjoigne aux autres résidus catalytiques d’un deuxième 
monomère. Les deux monomères ainsi associés effectuent une coupure dite en trans (Chen et 
al., 1992). Cela est possible grâce à un linker plus grand entre l’hélice L et M permettant à la 
recombinase un clivage sur un site qui ne lui est pas adjacent (Guo et al., 1997). D’ailleurs, un 
linker plus grand entre l’hélice L et l’hélice M de Cre permettrait une activation en trans 
(Qian et al., 1990). 
e)  CONTROLE DE LA REACTION DE RECOMBINAISON 
Le contrôle de la réaction de recombinaison chez les recombinases à tyrosine semble 
dépendre du positionnement de la tyrosine catalytique et de la désorganisation de l’hélice 
portant la tyrosine catalytique (Chen et Rice, 2003 ; Biswas et al., 2005). En effet, l’hélice 
n’est plus stabilisée par des interactions électrostatiques entre les deux arginines du site 
catalytique quand elle n’est pas engagée dans une activité de clivage. Pour éviter un clivage 
prématuré de l’ADN, la tyrosine catalytique est localisée en dehors du phosphate scissile. 
L’analyse des complexes Cre-loxP montre que la tyrosine interagit avec le phosphate adjacent 
par une liaison hydrogène (Guo et al., 1997 ; Gopaul et al., 1998) grâce à l’interaction 
asymétrique entre les recombinases qui induit un changement conformationnel des duplex 
ADN-recombinases ou du complexe synaptique. Cela conduit à une courbure asymétrique au 
niveau de la région centrale, activant un couple de recombinases et en désactivant un autre 
(Grainge et Jayaram, 1999 ; Ghosh et al., 2007). Lorsque la courbure se fait à la jonction du 
bras gauche, c’est la recombinase fixée sur le bras droit qui est active. Les synapses parallèles 
étant non productives en recombinaison, la localisation de la courbure dicterait le choix de 
formation entre les deux synapses antiparallèles possibles (Van Duyne, 2001 ; Ghosh et al., 
2005 ; Ghosh et al., 2007). Il semble que la lysine catalytique 201 soit impliquée dans la 
sélection d’une des deux configurations synaptiques antiparallèles Cre-loxP et donc dans la 
localisation de la courbure (Ghosh et al., 2007). En effet, sa mutation en alanine entraine une 
mauvaise configuration du complexe synaptique qui correspondrait à une mauvaise 
orientation des bras de la jonction de Holliday (Pinkney et al., 2012). Il a été montré que FLP 
courbe le site FRT de plus de 140° en absence de formation de synapse. La localisation de la 
courbure au milieu de la région centrale (Schwartz et Sadowski, 1989 ; Luetke et Sadowski, 
1995) expliquerait peut-être la faible sélectivité de FLP dans le choix du premier brin clivé. 
Par contre, le contrôle de l’activité de coupure par Cre et FLP médié par la lysine 201 
comporte quelques différences. La boucle contenant la lysine 201 est éloignée du phosphate 
scissile dans le cas des monomères Cre inactifs et se positionne près du phosphate scissile 
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dans le cas des monomères Cre actifs. Dans le cas de FRT, la position de cette boucle ne 
change pas selon que le monomère soit actif ou inactif (Chen et Rice, 2003). 
Cependant, même si les recombinases à tyrosine sont capables de courber leur site de 
recombinaison avant formation de la synapse, nous ne savons pas à ce jour si la courbure 
nécessaire à la réaction de recombinaison se produit avant ou après formation de la synapse. 
Malgré tout, il apparaît évident que dans le cas de Cre et FLP qui forment une synapse 
composée d’un tétramère de la même recombinase en interaction avec des bras de fixation 
symétriques, la directionnalité de la réaction est dictée par l’asymétrie de la région centrale.  
 Même si les mécanismes réactionnels de l’intégrase λ sont similaires à ceux de la 
famille des YR, les bras de fixation du site attP impose un niveau de régulation de la réaction 
de recombinaison unique (Bushman et al., 1985). C’est l’orientation de la région centrale de 
attP par rapport aux séquences accessoires P et P’ qui définit l’ordre d’échange des brins 
(Kitts et Nash, 1988 ; Lee et al., 2001). Pourtant, le site attB n’ayant pas de séquences 
accessoires, les protéines accessoires ne peuvent courber que le site attP et il a été clairement 
été démontré que la synapse entre attP et attB s’assemble dans un ordre préétabli. Ceci veut 
dire que la topologie du site attB nécessaire à l’assemblage d’une synapse productive en 
recombinaison est dictée par sa séquence elle-même (Burgin et Nash, 1995). Il a été montré 
que l’isomérisation du complexe synaptique λInt-att est séquentielle (Biswas et al., 2005) 
(Figure I10). Chaque étape de l’isomérisation  révèle une conformation différente de la région 
centrale et du tétramère de recombinase. Ces transitions conformationnelles sont régies par 
trois modes de mouvement : une migration de la courbure de l’ADN générant différentes 
combinaison d’appariements au centre de la région centrale, un mouvement « en ciseaux » des 
branches d’ADN partant de la jonction et un glissement des deux duplex ADN-recombinases 
l’un sur l’autre qui biaise la configuration de la synapse loin de sa symétrie d’ordre 4. Ces 
différentes étapes de l’isomérisation expliquent le déroulement du contrôle de l’activité de 
clivage et d’échange de brin d’ADN (Biswas et al., 2005). Dans le complexe synaptique, les 
interactions des protéines avec les bras de fixations restreignent la structure quaternaire du 
tétramère de l’intégrase en une configuration favorable à un clivage du « brin bottom » 
(Figure I5). En effet, les domaines N-terminaux se fixant aux « séquences bras » sont arrangés 
en parallélogramme et exposent les phosphates scissiles du « brin bottom ». Toutefois, le biais 
conformationnel favorisant un clivage du « brin bottom » rend difficile la résolution de la 
résolution de la jonction de Holliday qui en résulte (Van Duyne, 2001). Il est alors plausible 
que la fixation aux « séquences bras » entraine également une orientation des sites attP 
favorable à un clivage du « brin top ». Il a été suggéré que le clivage du « brin top » rende 
  
Figure I10 : Différentes conformations de la synapse λInt lors de la réaction 
Les monomères actifs de λInt sont représentés en orange et les monomères inactifs en bleu, les 
phosphates (petites sphères) activés en rouge et les phosphates non activées en gris. (A, B)- 
Représentation du complexe synaptique prête pour un échange du brin « top ». (C, D)- Représentation 
du complexe synaptique après le premier échange de brins (isomérisation). (E, F)-Représentation de la 




l’ADN plus flexible afin de permettre la résolution de la jonction de Holliday (Biswas et al., 
2005). Il a été montré pour les systèmes λ-att et Cre-loxP que les paires de bases de part et 
d’autres à l’extrémité de la région centrale pourraient influencer la directionnalité de la 
réaction de recombinaison. Leur interchangement change l’ordre d’échange des brins (Azaro 
et Landy, 1997 ; Lee et Sadowski, 2001). 
La directionnalité et la sélectivité de la recombinaison Xer, à l’instar de celle chez 
l’intégrase λ, est dictée par la présence de protéines accessoires (Stirling et al., 1989 ; 
Colloms et al., 1997 ; Bath et al., 1999 ; Aussel et al., 2002 ; Bregu et al., 2002) et cela sera 
décrit dans le chapitre suivant. 
2. LA RECOMBINAISON SPECIFIQUE DE SITE XER ET LA RESOLUTION DES 
DIMERES DE CHROMOSOMES 
Chez E. coli, il existe deux voies principales de réparation des cassures de l’ADN par 
recombinaison homologue. La voie RecFOR prend en charge les cassures simple brin de 
l’ADN et la voie RecBCD les cassures double brins. L’acteur principal de ces voies de 
réparation est la protéine RecA (Kowalczykowski, 2000 ; Michel et al., 2007). Elle se lie à 
l’ADN simple brin pour former un filament nucléoprotéique qui envahit l’ADN double brins 
homologue à la recherche de complémentarité. Il en résulte un échange de brins et la 
formation d’une jonction de Holliday. La jonction de Holliday est reconnue par le complexe 
RuvAB et l’hélicase RecG qui catalysent la migration de branche. Ensuite, l’endonucléase 
RuvC se joint au complexe RuvAB pour couper et résoudre la jonction de Holliday. 
L’échange entre les deux chromatides sœurs, aussi appelé crossing-over, dépend du sens de la 
coupure de RuvC. Le chromosome étant circulaire, un nombre impair d’évènements de 
crossing-over entraine la formation de dimère de chromosomes circulaires. Chez E. coli, la 
recombinaison homologue entre chromatides sœurs durant la réplication forme dans 15% des 
cas des dimères de chromosomes (Steiner et Kuempel, 1998b ; Pérals et al., 2000). Ce 
pourcentage dépend de la fréquence de recombinaison entre chromosomes frères et de la 
fréquence d’apparition d’évènements de crossing-over. La formation d’un dimère de 
chromosomes entraine un défaut de ségrégation chromosomique. Elle empêche la fermeture 
correcte du septum de division cellulaire qui induit une filamentation léthale de la bactérie 
(Hendricks et al., 2000).  
Afin d’assurer une division cellulaire correcte, le système de recombinaison spécifique 
de site Xer (Chromosomally encoded recombinase) avec l’aide d’une protéine accessoire 
FtsK, résout le dimère de chromosome en monomères qui seront équitablement répartis dans 
les cellules filles (Aussel et al., 2002). Ce dernier résout également en l’absence de FtsK et en 
  
Figure I11 : Architecture comparée de XerC et de XerD 
Le panneau du haut représente la structure de XerD avec chaque hélice mis en évidence. Il est proposé 
que l’ADN se loge entre le lobe N-Ter (bleu) et le lobe C-ter (dégradé de couleurs de vert à rouge) 
pour former une structure de type « C-shaped clamp » (D’après Subramanya et al., 1997). Le panneau 
du bas représente un alignement des séquences de XerD et de XerC qui prend en compte les structures 
secondaires de XerD (réalisé avec les logiciels Multalin et Esprit). Les domaines et résidus 
catalytiques sont indiqués. La triade de résidus impliquée dans les interactions cycliques entre XerC et 
XerD est indiquée (*) ainsi que la région d’interaction avec FtsK (**). Pour plus de détails, voir le 






présence de facteurs accessoires les multimères de plasmides en monomères (Stark et al., 
1992 ; Sherratt et al., 1995).  
Chez E.coli, le système de recombinaison Xer est constitué des recombinases de type 
YR : XerC et XerD. Elles ont chacune une taille de 298 acides aminés et partagent une 
identité de séquences de 37%. L’alignement de séquences indique que la plus grande 
conservation en acides aminés entre les deux protéines réside dans les domaines I et II, deux 
domaines hautement conservés dans la famille des intégrases (Subramanya et al., 1997) 
(Figure I11). Ces deux domaines incluent les résidus catalytiques impliqués dans la réaction 
de recombinaison  (Argos et al., 1986 ; Pargellis et al., 1988 ; Evans et al., 1990 ; Abremski 
et Hoess, 1992 ; Chen et al., 1992 ; Gibb et al., 2010). Le cristal de XerD révèle que les 
résidus sont regroupés dans une poche catalytique (Subramanya et al., 1997).  
Contrairement aux autres membres de la famille des recombinases à tyrosine, les 
recombinases XerC et XerD montrent plusieurs particularités. La première réside dans 
l’utilisation de deux recombinases différentes, chacune catalysant spécifiquement l’échange 
d’une paire de brins (Blakely et al., 1993 et 1997 ; Colloms et al., 1996). La seconde concerne 
les mécanismes de recombinaison différentes mises en place suivant que la recombinaison 
soit plasmidique ou chromosomique (Sherratt et al., 1995 ; Bregu et al., 2002).  
Toutefois, la réaction de recombinaison est similaire à celle des autres membres de la 
famille des YR décrite précédemment. Elle est séquentielle et ne nécessite pas de cations 
divalents. Dans le cas de la résolution des dimères de chromosomes, FtsK active XerD pour le 
premier échange de brins. La jonction de Holliday résultante est alors résolue par XerC. Les 
réactions de coupure et d’échanges de brins ont lieu lorsque deux complexes XerCD-ADN 
s’assemblent pour former un tétramère de recombinases en interactions avec deux molécules 
d’ADN. Un tel complexe est appelé synapse de recombinaison (Hallet et Sherratt, 1997). Au 
sein du complexe synaptique XerCD-ADN, chaque recombinase active le phosphate scissile 
adjacent à son site de fixation. On parle de clivage en cis ( Arciszewska et Sherratt, 1995 ; 
Blakely et al., 1997). Le modèle couramment admis propose qu’il y ait deux types de 
synapses XerCD-ADN (Figure I12). Le premier type peut se définir comme « XerC-ready » 
dans laquelle XerC est active pour faire le premier échange menant à la formation d’une HJ 
(XerD est inactive sans FtsK). Le deuxième type de synapse XerCD-ADN est dit « XerD-
ready ». Dans cette synapse XerC n’est pas en mesure de couper l’ADN mais XerD l’est et 
attend d’être activée par FtsK (Aussel et al., 2002).  






















Figure I12 : Modèle de résolution des dimères de chromosome  
XerC, fixée à dif (flèche rouge), est représentée comme un ovale bleu clair. XerD, fixée à dif (flèche 
rouge), est représentée comme un ovale bleu foncé. Les contacts entre les parties C-terminales de 
chaque recombinase sont représentés (traits plus petit cercle). Les tyrosines actives (Y) et les 
extrémités (5’-OH) produites sont aussi représentées. A- L’hexamère de FtsK (Voir aussi Figure I12) 
transloquant sur l’ADN est représenté en vert. FtsK va contacter XerD via son sous-domaine γ (petit 
cercle vert) et activer la première coupure menée par XerD. XerC résout la jonction de Holliday qui 
s’ensuit. On parle de synapse « XerD ready ». B- En l’absence de FtsK, XerC effectue le premier 
échange de brin. La Jonction de Holliday qui s’ensuit est réversible. On parle de synapse « XerC-





La résolution des dimères de chromosomes par le système Xer a lieu au niveau de 
séquences spécifiques appelées dif (Deletion Induced Filamentation) localisées dans la région 
ter de terminaison de la réplication du chromosome (Kuempel et al., 1991 ; Leslie et Sherratt, 
1995). Comme déjà présenté dans la figure I2, le site dif est un site Xer organisé en 
palindrome imparfait. Il a une taille de 28 pb et est composé de deux bras de 11 pb en 
répétition inverse séparées par une région centrale asymétrique de 6 pb. Des expériences 
d’empreinte à la DNaseI ont montré que XerC se fixe sur le bras gauche du site (dif XerC) et 
sur les cinq nucléotides adjacents localisés au niveau de la région centrale (dif Cent). Lors de la 
catalyse, elle attaque le phosphate scissile se situant à la périphérie de la région centrale du 
côté de son bras de fixation. XerD se fixe sur le bras droit du site (dif XerD) et sur les deux 
nucléotides adjacents au niveau de dif Cent. Lors de la catalyse, elle attaque le phosphate 
scissile se situant à la périphérie de la région centrale du côté de son bras de fixation (Blakely 
et al., 2000). A l’instar des autres recombinases de la famille des YR, XerD formerait une 
structure « C-shaped clamp » autour de l’ADN (Subramanya et al., 1997) (Figure I9). Les 
spécificités de fixation à dif des deux recombinases résident au niveau de la séquence non-
palindromique de leur demi-site de fixation respectif : dans les cinq nucléotides terminaux en 
5’ pour dif XerC et en 3’ pour dif XerD. Elles font intervenir les domaines N- et C-terminaux qui 
sont reliés par un linker non structuré dans le cristal de XerD (la structure quaternaire de XerC 
n’est pas connue). Les domaines C-terminaux de XerC et de XerD portent les résidus 
catalytiques nécessaires à la catalyse et participent aux interactions contribuant à la 
coopérativité de fixation à l’ADN (Figure I11). Ces domaines C-terminaux sont aussi 
responsables de l’interaction cyclique entre les quatre monomères de recombinases 
coordonnant la catalyse. Les domaines N-terminaux contactent les portions palindromiques 
des sites de recombinaison et contribuent aux interactions entre les recombinases  (Hayes et 
Sherratt, 1997 ; Hallet et al., 1999). XerD posséde une meilleure affinité pour son site de 
fixation que XerC pour le sien. La fixation des deux recombinases se fait avec coopérativité 
car leur affinité de fixation pour leur site de fixation respectif augmente au moins de quarante 
fois lorsqu’une des recombinases est déjà fixée (Blakely et al., 1993). Cela implique une 
interaction spécifique entre XerC et XerD  comme stipulé pour Cre et FLP (Guo et al., 1997 ; 
Spiers et Sherratt, 1999 ; Chen et al., 2000 ; Van Duyne, 2001). 
Les bras de fixation de Cre du site loxP sont complètement symétriques et assurent 
malgré cela un contrôle du sens de la recombinason (Figure I2). Pourtant, si on rend le site dif 
symétrique en interchangeant le bras XerC ou XerD de façon à avoir deux bras XerC ou deux 
bras XerD, on perd la capacité à effectuer une recombinaison Xer. On observe le même 

















Figure I13: Structure de FtsK  
A- Organisation de FtsK d’E. coli. FtsKc est constitué des sous-domaines α, β et γ. Adapté de 
(Dubarry et al.,  2010). B- Structure hexamèrique (une couleur par monomère) des domaines α et β de 
FtsK P. aeruginosa vue de dessus et de côté. C- Modèle de translocation proposé pour une seule unité de 
FtsKc. Le sous-domaine α (en orange) se lie en premier à l’ADN (liaison indiquée par une étoile 
jaune). La fixation d’ATP, l’hydrolyse ou la libération d’ADP entraine un changement 
conformationnel qui permet la translocation de l’ADN sur 1,6 pb. La direction de translocation ici est 
arbitraire. Après la translocation, le sous-domaine α se détache de l’ADN et c’est le sous-domaine β 




séquence symétrique TCTAGA, site de clivage de l’enzyme de restriction de XbaI. Ces 
résultats montrent que le contrôle du bon alignement des sites à recombiner vient plutôt de 
l’asymétrie de fixation de deux recombinases différentes au site dif et non de l’asymétrie de la 
région centrale (Blakely et al., 1993). Par contre, les systèmes de recombinaison ne 
comportant qu’une seule recombinase utilisent l’asymétrie de la région centrale pour être sûr 
que seuls les brins orientés en antiparallèle sont recombinés (Hoess et al., 1986 ; Senecoff et 
Cox, 1986 ; Nash et Robertson, 1989 ; Stark et al., 1992). En réalité, il ne s’agit que des 
recombinases se fixant sur des sites symétriques tels que Cre et FLP car la découverte récente 
du système Xer chez les streptocoques et les protéobactéries montrent que la recombinases 
XerS utilise l’asymétrie de la région centrale et de son bras de fixation pour donner un sens à 
la réaction de recombinaison (Carnoy et Roten, 2009 ; Nolivos et al., 2010). 
a) INTERVENTION DE LA PROTEINE FTSK DANS LA RESOLUTION 
DES DIMERES DE CHROMOSOMES 
La ségrégation des chromosomes bactériens est contrôlée par plusieurs processus 
agissant à différentes étapes de la division cellulaire et à différentes régions du chromosome 
(Sherratt, 2003 ; Gitai et al., 2005 ; Espéli et Boccard, 2006 ; Reyes-Lamothe et al., 2008). 
Chez E. coli, FtsK agit au niveau du domaine ter de terminaison de la réplication où a lieu 
l’étape finale de la ségrégation chromosomique qui est concomitante avec la constriction de 
l’anneau septal de division cellulaire (Steiner et Kuempel, 1998a ; Steiner et al., 1999). Deux 
types de problèmes peuvent empêcher la ségrégation correcte des chromosomes. Ce sont la 
formation de liens d’intercaténation et la formation de dimères de chromosomes. FtsK est 
impliquée  dans la résolution de ces liens chromosomiques pour une division correcte. 
FtsK (Figure I13A), codée par le gène essentiel ftsK, est une protéine 
multifonctionnelle de 1329 acides aminés qui appartient à la superfamille des AAA+ (ATPase 
Associated with various Activities) et plus précisément à la sous-famille des translocases à 
ADN double brin FtsK/SpoIIIE/TraSA. A ce titre, FtsK peut se déplacer sur une molécule 
d’ADN double brins en fixant et hydrolysant de l’ATP (Barre, 2007 ; Saleh et al., 2004). Elle 
est localisée au septum de division grâce à son domaine N-terminal (FtsKN = 180 acides 
aminés) qui contient quatre segments transmembranaires qui ancrent la protéine à la 
membrane (Dorazi et Dewar, 2000). C’est ce domaine N-terminal qui rend ftsK essentiel. Il 
interagit avec plusieurs protéines du divisome et la division cellulaire ne peut avoir lieu sans 
lui (Draper et al., 1998 ; Wang et Lutkenhaus, 1998 ; Yu et al., 1998 ; Di Lallo et al., 2003 ; 
Dubarry et al., 2010). Le domaine C-terminal (FtsKC = 511 acides aminés) contient le moteur 
de translocation impliqué dans la ségrégation des chromosomes et est conservé dans la famille 
des translocases à ADN. Il est subdivisé en trois sous-domaines : α, β et γ (Yates et al., 2003 ; 
D- 








Figure I13: Structure de FtsK (Suite) 
D- A gauche est représentée la topologie d’un domaine « winged helix ». Ces domaines sont 
caractérisés par la présence de trois hélices « H », de trois feuillets « S » ainsi que de deux ailes 
« wing ». L’hélice 3 est l’hélice de reconnaissance de l’ADN. (Adapté de Gajiwala et Burley, 2000). A 
droite est représentée la structure RMN du sous-domaine γ de FtsK E. coli  et de FtsK P. aeruginosa. Les 
trois hélices (H1, H2 et H3) ainsi que l’aile « Wing » et la boucle KRKA sont mises en évidence. 
(Adapté de Sivanathan et al., 2006)Sur le panneau de droite est présentée la structure d’un monomère 
de domaine γ de FtsK. (Adapté de Bigot et al., 2007). E- Structure d’un trimère de domaine γ de         
FtsK P. aeruginosa fixé sur un site KOPS GGGNAGGG. (Adapté de Löwe et al., 2008). Chaque vue 
montre un des monomères du trimère. F- Modèle d’une structure d’un hexamère de FtsK P. aeruginosa 





Yates et al., 2006). Les sous-domaines α et β forment le moteur de translocation en pompant 
l’ADN (Massey et al., 2006). Le co-cristal de α et β de Pseudomonas aeruginosa montre que 
ces deux sous-unités oligomérisent sous forme d’anneau  hexamèrique permettant le passage 
de l’ADN en son centre (Massey et al., 2006) (Figure I13B). La sous-unité α est unique à 
FtsK. Elle forme un petit anneau qui se superpose à un anneau β plus grand. La sous-unité β 
contient tous les résidus conservés nécessaires à la fixation et à l’hydrolyse d’ATP. Elle 
contient un repliement de type Rec-A commun à la famille des P-loop NTPases (Iyer et al., 
2004). FtsK est la protéine la plus grande d’E. coli et la plus rapide des translocases connue à 
ce jour. Sa vitesse de translocation serait comprise entre 4 et 16 Kb.s.-1 suivant les mesures 
avec une molécule d’ATP hydrolysée toutes les 2 pb transloquées et avec une force de l’ordre 
de 60 pN (Saleh et al., 2004 ; Pease et al., 2005 ; Levy et al., 2005 ; Lee et al., 2012). 
On note un changement structural des sous-unités α et β dans les structures du 
domaine C-terminal de FtsK de P. aeruginosa obtenues en présence d’ADP ou d’ATPγS. Ce 
changement semble provenir de la libération d’ADP par la sous-unité α qui change de 
conformation, se détache et s’éloigne de l’ADN, permettant ainsi à la sous-unité β de se fixer 
sur l’ADN et d’hydrolyser l’ATP (Figure I13C). L’hydrolyse de l’ATP par une des sous-
unités est responsable du déplacement de l’hexamère sur 2 pb. Cependant, la vitesse de 
translocation restant inchangée lorsque deux sous-unités sont catalytiquement inactives, il a 
été proposé que l’ADN soit contacté par trois sous-unités et que les six sous-unités soient 
dans un état catalytique différent (ATP fixée, transition ATPADP, ADP fixée, sous-unité 
libre). L’hydrolyse de l’ATP reste séquentielle. Ce modèle appelé « escort model » (Crozat et 
al., 2010) est similaire à celui décrit pour la translocase à ARN Rho (Thomsen et Berger, 
2009) . 
A l’extrémité du domaine C-terminal se trouve le sous-domaine γ (FtsKγ). Il fait 81 
acides aminés et sa structure chez E.coli et P. aeruginosa  résolue par RMN ainsi que le co-
cristal en présence d’ADN révèle qu’il forme une structure dite « winged-HTH » (Sivanathan 
et al., 2006) ; (Löwe et al., 2008) (Figure I13D). Les protéines adoptant de telles structures 
sont un sous-groupe de la famille des protéines formant des structures HTH « Helix-Turn-
Helix ». Une structure en « winged-HTH» consiste généralement en deux « ailes » (W1 et 
W2), trois hélices α (H1, H2 et H3) et trois feuillets β (S1, S2 et S3) arrangés dans un ordre 
particulier : H1-S1-H2-H3-S2-W1-S3-W2. Toutefois, dans la structure de FtsKγ de E.coli et 
de P. aeruginosa, on ne note que la présence des trois hélices, des feuillets S1 et S3 et d’une 
« aile » W. Le co-cristal du facteur de transcription HNF-3γ montre qu’au sein de la famille 
des  « winged-HTH», c’est H3 et W2 qui sont chargés de la reconnaissance de l’ADN. 
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L’hélice H3 contacte l’ADN au niveau du sillon majeur et « l’aile » W2 le sillon mineur 
(Clark et al., 1993 ; Gajiwala et Burley, 2000). Chez E. coli, FtsKγ joue deux rôles majeurs. Il 
est impliqué dans l’orientation de la translocation par la reconnaissance de motifs biaisés sur 
le chromosome (Ptacin et al., 2006) et dans la résolution des dimères de chromosomes en 
activant la recombinase XerD (Massey et al., 2004). Toutefois, le rôle de FtsKγ qui est 
particulièrement important dans le cadre des travaux présentés ici sera détaillé dans les 
chapitres suivants. 
Les domaines N-terminaux et C-terminaux de FtsK sont reliés  par un linker de 600 
acides aminés de faible complexité (FtsKL). Chez E. coli et d’autres entérobactéries, le linker 
contient cinq répétitions du motif PQ adjacents au domaine C-terminal. Deux autres motifs 
sont localisés au centre du linker (Figure I13A). Ces motifs ne sont pas bien conservés et leur 
taille diminue drastiquement chez les genres Vibrio et Pseudomonas (Massey et al., 2006 ; 
Val et al., 2008). Il a été montré que FtsK179–331 et FtsK332–641 interagissent avec les protéines 
du divisome FtsQ/L/I/Z et pourraient les stabiliser au site de septation (Dubarry et al., 2010). 
Il a également été proposé que FtsKC pourrait être impliqué dans le contrôle de la synthèse du 
peptidoglycane via son interaction avec FtsI et donc pourrait retarder la formation tardive du 
septum de division jusqu’à ce que les chromosomes soient ségrégés (Lesterlin et al., 2008 ; 
Grenga et al., 2008).  
b) LE ROLE DES MOTIFS KOPS DANS L’ORIENTATION DE FTSK 
L’analyse de la séquence du génome d’E. coli K12 révèle qu’elle contient un très haut 
niveau d’organisation. En effet, sa composition en bases montre de nombreux biais qui 
corrèlent avec l’organisation du chromosome en deux réplicores délimités par l’origine de 
réplication oriC et le domaine de terminaison de la réplication ter (Blattner et al., 1997). En 
effet,  la représentation du biais GC ((G-C)/(G+C)) en fonction de la carte chromosomique 
montre deux inversions : une oriC et une à dif au sein du domaine ter (Capiaux et al., 2001 ; 
Lobry et Louarn, 2003). A ce biais GC, s’ajoutent trois séquences biaisées qui ont fait l’objet 
d’études fonctionnelles. Il s’agit des séquences Chi (5’GCTGGTGG3’) (Smith et al., 1981) et 
des séquences KOPS (5’GGGNAGGG3’ aussi appelées SRS) (Levy et al., 2005 ; Bigot et al., 
2005 ; Ptacin et al., 2006 ; Ptacin et al., 2008 ; Nolivos et al., 2010). La séquence Chi (Cross-
over Hotspot Instigator) est un modulateur de l’activité du complexe hélicase et 3’5’ 
exonucléase RecBCD impliquée dans la réparation des cassures double brins. Lorsque 
RecBCD rencontre une séquence Chi dans la bonne direction, son activité 3’5’ exonucléase 
est atténuée et change de polarité de 5’3’. La protéine RecA se charge sur le fragment 
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simple brin ainsi libéré et forme un filament nucléoprotéique avec l’homologue double brins 
permettant la réparation de l’ADN (Lam et al., 1974).  
La séquence KOPS (FtsK Orienting Polarized Sequence) est une séquence reconnue 
par FtsK dans ses phases primaires de translocation et qui s’inverse à dif (Levy et al., 2005 ; 
Bigot et al., 2005). Les translocases à ADN se déplacent en général sur l’ADN sous forme 
d’anneau hexamèrique laissant traverser l’ADN au centre de l’anneau (Massey et al., 2006). 
A faible concentration, l’hexamère de FtsK se charge sur l’ADN grâce à trois sous-domaines 
γ qui reconnaissent spécifiquement les séquences KOPS (Löwe et al., 2008). Une fois 
reconnu par FtsKγ, l’ADN n’est pas courbé et adopte une forme proche de l’ADN de forme B 
(Cf Chapitre I.B.1.a.1) (Figure I13E). Les structures de FtsKγ de P. aeruginosa avec un 
fragment d’ADN de 16 pb contenant la séquence KOPS (GGGCAGGG) révèlent que FtsKγ 
se fixe spécifiquement au KOPS sous la forme d’un trimère. Chaque monomère contacte le 
sillon majeur de l’ADN via son hélice H3 et le sillon mineur via son « aile » W. Les trois 
sous-unités γ (A, B et C) s’arrangent sur l’ADN de manière à ce que les sous-unités A et B 
soient distantes d’un angle d’environ 100° et les sous-unités B et C d’environ 80° selon l’axe 
de l’ADN. Les sous-unités A et C reconnaissent le triplet GGG de la séquence KOPS avec 
une forte affinité tandis que la sous-unité B reconnaît le motif CA avec une faible affinité 
(Figure I13E). Cependant, l’interaction coopérative entre les trois sous-unités stabilise le 
complexe (Lee et al., 2012). La figure I13F montre que le domaine N-terminal des sous-
unités ABC est toujours orienté vers l’extrémité. Sachant cela, il a été proposé un modèle 
dans lequel les extrémités C-terminaux des sous-unités β se lient aux extrémités N-terminaux 
des sous-unités γ. Ce modèle est en accord avec celui proposé par (Massey et al., 2006) et 
(Bigot et al., 2006) puisqu’il propose un chargement de FtsK dans le sens 5’ permissif du site 
KOPS (Löwe et al., 2008) (Figure I13F).  
In vitro, le chargement de FtsK sur les KOPS est dépendant de sa concentration. En 
effet, il a été montré qu’à une concentration supérieure à 200 nM, FtsK se charge sur l’ADN 
et s’assemble indépendamment des KOPS. Le chargement semble se dérouler en deux étapes 
distinctes et réversibles et est indépendante de l’hydrolyse d’ATP. Il a été proposé que trois 
monomères de FtsK s’assemblent rapidement au niveau d’un KOPS (en fait il s’agit d’une 
séquence composée de trois KOPS enchevêtrés) grâce au sous-domaine  γ pour former un 
trimère. La seconde étape est plus lente et semble se dérouler indépendamment des motifs 
KOPS. Trois autres monomères s’additionneraient au trimère pour former l’hexamère (Löwe 
et al., 2008 ; Graham et al., 2010 ; Lee et al., 2012 ; Cattoni et al., 2013).  
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Les motifs KOPS étant orientés sur le chromosome vers le domaine ter où se trouve la 
séquence dif de résolution des dimères de chromosomes, l’hexamère de FtsK, une fois 
assemblée et chargée sur les KOPS, transloque préférentiellement vers dif. Une fois à dif, 
FtsKγ active la résolution des dimères chromosomes en contactant XerD (Figure I12). En 
accord avec ce modèle, il a été montré que la résolution des dimères de chromosomes dépend 
de FtsKc qui joue au moins deux rôles différents dans ce processus (Capiaux et al., 2002 ; 
Yates et al., 2003 ; Bigot et al., 2004). Etant ancrée à la membrane via son domaine N-
terminal, la translocation par FtsK conduit à rapprocher les deux copies du site dif. Ceci 
pourrait favoriser la formation d’une synapse XerCD-dif productive en recombinaison. 
Toutefois, cela pourrait aussi remodeler un complexe synaptique préexistant vers une 
conformation productive. En effet, en l’absence de FtsK, le premier échange de brins serait 
catalysé par XerC. Or, comme XerD ne peut prendre le relais (inactive sans FtsK), la réaction 
catalysée par XerC est réversible (Figure I12). La réaction de recombinaison complète est 
possible grâce à un contact direct entre le sous-domaine γ de FtsK et XerD qui permet 
d’activer cette dernière pour catalyser le premier échange de brins. Il a été montré que la 
boucle KRKA du sous-domaine γ interagit avec l’extrémité du domaine C-terminal de XerD 
(Massey et al., 2004 ; Yates et al., 2006) (Figures I11 et I13D). Cependant, la façon dont 
l’interaction FtsKγ-XerD active la recombinaison n’est pas connue. L’idée selon laquelle la 
translocation de FtsK est impliquée dans le mécanisme de recombinaison est un peu délaissée 
depuis qu’il a été montré que la seule présence du sous-domaine γ est suffisante à la 
résolution des dimères de chromosomes (Grainge et al., 2011). Les modèles structuraux de 
Cre et FLP proposent qu’au sein du complexe synaptique, l’activité d’une paire de 
recombinase soit dictée par les interactions protéines-protéines et par le sens de la courbure de 
l’ADN (Guo et al., 1997 ; Biswas et al., 2005 ; Yates et al., 2006). Une fois le complexe 
synaptique formé, un changement d’ordre catalytique nécessiterait une reconfiguration du 
complexe synaptique ; c’est-à-dire un changement des interactions protéines-protéines et 
protéines-ADN. Il est alors plausible de penser que l’interaction FtsKγ-XerD aurait lieu avant 
la formation du complexe synaptique. Les deux complexes XerCD-dif interagiraient avec le 
sous-domaine γ avant de s’assembler en synapse et de ce fait, XerD serait la paire de 
recombinases active pour le premier échange de brins. Par contre, même si la seule présence 
de FtsKγ suffit à activer la recombinaison, le produit obtenu reste d’une grande complexité 
topologique alors qu’en présence de FtsKC, les produits sont simples (Grainge et al., 2011). 




3. AUTRES FONCTIONS DU SYSTEME XER 
a) INTERVENTION DU SYSTEME XER ET FTSK DANS LA 
DECATENATION DU CHROMOSOME 
Les liens d’intercaténation sont résolus par une topoisomérase de type 2, la Topo IV. 
Elle est constituée de deux sous-unités ParC et ParE (Adams et al., 1992 ; Peng et Marians, 
1993). L’activité de Topo IV est soumise à une régulation temporelle et spatiale (Espeli et al., 
2003). En effet, elle n’est active qu’à partir de la phase de terminaison de la réplication. La 
sous-unité ParC, localisée près de la machinerie de réplication, interagit avec FtsKc pour une 
activation de la Topo IV. Par contre, ParE est localisée au niveau de l’ADN libre (Espeli et 
al., 2003b). Il a été proposé que FtsK capture ParC après désassemblage du réplisome et que 
ParE se lie au complexe FtsK-ParC pour reconstituer une molécule de TopoIV active. Ainsi, 
l’activité de TopoIV est sous contrôle temporel et spatial. Cependant, le fait que TopoIV soit 
essentielle à la bactérie alors que FtsKc ne l’est pas suggère que la décaténation par TopoIV 
peut avoir lieu sans intervention de FtsK (Bigot et al., 2007). Le système XerCD-dif est 
également impliqué dans la décaténation du chromosome car plusieurs cycles de 
recombinaison peuvent, en effet, défaire les liens d’intercaténation in vitro (Ip et al., 2003). 
Cette activité de décaténation par XerCD-dif est dépendante de FtsK in vivo (Grainge et al., 
2007). XerCD-dif pourrait également contrôler l’activité de TopoIV. En effet, près du site dif 
se trouve une séquence propice à l’action de TopoIV (Hojgaard et al., 1999). Il est alors 
possible que XerCD et TopoIV fassent partie d’un complexe protéique dédié à la bonne 
séparation des régions ter (Bigot et al., 2007).  
b) INTERVENTION DU SYSTEME XER DANS LA RESOLUTION DES 
MULTIMERES DE PLASMIDES  
La recombinaison spécifique de site Xer est impliquée dans la stabilité des plasmides 
multicopies ColE1et pSC101. Elle agit respectivement au niveau de sites cer (Summers et 
Sherratt, 1984 ; Colloms et al., 1990) et psi (Cornet et al., 1994), qui sont comparables au site 
dif (Figure I2). La recombinaison résolvant les multimères de plasmides est exclusivement 
intramoléculaire. Cette sélectivité de résolution assure la formation de monomères de 
plasmides qui sont stablement maintenus au sein de la bactérie grâce à la maximisation du 
nombre d’unités de ségrégation lors de la division  (Summers et Sherratt, 1984 ; Summers et 
al., 1993). 
La résolution des multimères de plasmides ColE1 nécessite, en plus du site cœur de 
cer (30 pb) des séquences accessoires (~180 pb) adjacentes au site coeur sur lesquelles se 
fixent le répresseur de la biosynthèse d’arginine ArgR et l’aminopeptidase PepA (Colloms et 






Figure I14: Topologie de la recombinaison Xer sur plasmide 
A- De nombreux systèmes de recombinaison spécifique de site n’ont pas de spécificité topologique. 
Ainsi les sites en orientation directe donnent deux cercles libres ou liés par des liens d’intercaténation 
avec un nombre pair de croisements topologiques (caténanes). Les sites inversés donnent une seule 
molécule inversée entre les sites ou un nœud pouvant avoir un nombre impair de croisements 
topologiques. (D’après Bregu et al., 2002). B- Schéma de la résolution des dimères de plasmides 
pSC101 (site psi) et ColE1 (site cer) (une copie en rouge, une copie en noir). Le panneau du haut 
montre l’arrangement en orientation directe des sites de fixation des protéines intervenant dans le 
processus (Cf., Figure I2 pour les séquences de cer et de psi). L’assemblage de la synapse XerCD-cer 
ou XerCD-psi est facilité par la fixation d’un hexamère de PepA (ovale jaune) sur ses sites de fixation. 
ArgR (sur cer de ColE1) ou ArcA (sur psi de pSC101) contribuent aussi à cet assemblage. La 
recombinaison catalysée par XerCD conduit alors à un produit contenant quatre nœuds 












la régulation de la réponse anaérobique, se fixent sur la région de ~160pb adjacentes au site 
psi (Colloms et al., 1996 ; 1998). Il a été montré que les protéines accessoires permettent 
l’assemblage d’un complexe synaptique dans lequel elles s’enroulent un nombre de fois très 
précis autour des séquences accessoires des deux sites (Colloms et al., 1997 ; Bath et al., 
1999). Les recombinases agissent dans ce cas de façon très efficace sur les sites cer et psi 
créant des produits de recombinaison d’une topologie particulière dite « four-noded 
catenanes » (Figure I14). L’assemblage d’un tel complexe est d’autant plus facile que les sites 
psi sont en orientation directe sur la même molécule d’ADN. La topologie adoptée par le 
complexe nucléoprotéique donne une directionnalité à la réaction de recombinaison. Elle 
permet à XerC de catalyser le premier échange de paire de brins et de favoriser une résolution 
via une recombinaison intramoléculaire (Stirling et al., 1989 ; Bregu et al., 2002). On parle de 
sélectivité de résolution ou de filtre topologique. Le même phénomène est observé chez 
d’autres systèmes (la résolvase Tn3/γδ et les invertases d’ADN) utilisant des séquences et 
protéines accessoires pour piéger un nombre fixe de supertours entre les sites de 
recombinaison juste avant la catalyse du premier échange de brin (revue (Stark et Boocock, 
1995). Dans d’autres systèmes tels que  λInt, la rencontre des sites de recombinaison se fait 
par collision au hasard, piégeant un nombre variable de supertours entre les sites de 
recombinaison. Dans ce dernier cas, les produits de recombinaison sont composés d’un mixte 
de cercles libres et de différents caténats lorsque les sites sont en orientation directe ou de 
différents nœuds lorsque les sites en orientation indirecte (Figure I14). 
Comme décrit précédemment, la recombinaison Xer a lieu par un échange séquentiel 
d’ADN simple brin qui forme et résout un intermédiaire appelé jonction de Holliday. Sur le 
site dif, elle a lieu dans un ordre préférentiel déterminé par la séquence du site de 
recombinaison et par les interactions entre les recombinases (Hallet et al., 1999 ; Blakely et 
al., 2000). Cet ordre est changé en présence de FtsK (Aussel et al., 2002). Tout comme la 
recombinaison XerCD-dif en l’absence de FtsK, la résolution des multimères de plasmides se 
fait avec un premier échange de brins effectué par XerC. Même si un tétramère de 
recombinases XerC et XerD est nécessaire à la résolution chez psi et cer, l’activité catalytique 
de XerD n’est requise que dans le cas de psi. Dans ce dernier, la jonction de Holliday produite  
après catalyse de XerC au niveau du brin « top » est résolue par XerD au niveau du brin 
« bottom » indépendamment de la protéine FtsK (Cornet et al., 1994 ; Colloms et al.,1996 ; 
Blake et al., 1997). Or, dans le cas de cer, la jonction de Holliday semble être résolue par des 
processus réplicatifs du type de ceux proposés pour l’intégration d’intégrons (McCulloch et 
al., 1994 ; Colloms et al., 1996 ; Loot et al., 2012). Si on s’intéresse aux séquences de dif et 
psi (Figure I2), on remarque qu’elles ont la particularité d’avoir une thymine en position 23 
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alors que les autres sites (cer par exemple) ont une guanine fortement conservée à cette 
position. D’ailleurs, la mutation de cette base sur le site dif affecte drastiquement la fixation 
de XerD à son bras (Hayes et Sherratt, 1997). De plus, les sites dif et psi sont les seuls connus 
à ce jour à nécessiter l’activité catalytique de XerD. On peut donc penser que seule une 
thymine en position 23 permettrait une catalyse par XerD. 
L’ordre dans lequel les brins sont échangés est dicté par l’architecture du complexe 
synaptique formée en présence des protéines et séquences accessoires. En effet, lorsque le site 
psi est inversé par rapport à la séquence accessoire, l’ordre d’activation des recombinases est 
inversé et c’est XerD qui catalyse le premier échange de brins (Bregu et al., 2002). Ce 
premier échange de brins catalysé par XerD a également été retrouvé dans le cas de XerCD-
dif en présence de FtsK (Aussel et al., 2002).  
Comme nous l’avons vu sur la figure I2, les sites dif, cer et psi sont homologues. 
Pourtant, la recombinaison à dif peut être inter- ou intramoléculaire tandis que la 
recombinaison à cer et psi est exclusivement intramoléculaire. Lorsqu’on insère le site dif (dif 
n’a pas besoin de ArgR et PepA) à la place du site cer, la recombinaison est inter- et 
intramoléculaire (Blakely et al., 1991). Aussi, lorsqu’on insère deux thymines à l’extrémité 5’ 
de la région centrale du site dif, le site de recombinaison dif8 (dif8 est un dif synthétique 
possédant une région centrale de 8 pb, comme cer), à l’instar du site cer, n’est actif que 
lorsqu’il est juxtaposé aux séquences accessoires ArgR et PepA. En effet, XerCD-dif8 en 
présence des protéines accessoires ArgR et PepA catalyse in vivo un évènement de 
recombinaison intramoléculaire sur un plasmide contenant deux sites dif8 en répétition directe 
(Sherratt et al., 1995). L’affinité de XerC et XerD pour dif8 ainsi que la conformation 
géométrique du complexe XerCD-dif8 ressemblent plus à celles de cer qu’à celle de dif 
(Sherratt et al., 1995). De plus, le dérivé cer6 (cer délété de ses deux thymines sur la région 
centrale) a les mêmes propriétés de recombinaison que le site dif. Il est capable de 
recombinaison inter- et intramoléculaire sans présence de séquences et protéines accessoires 
(Sherratt et al., 1995). Ces données suggèrent que le choix entre une recombinaison inter- et 
intramoléculaire, ainsi que la nécessité de facteurs accessoires sont dictés par la taille de la 
région centrale (Summers, 1989). En effet, des expériences retard de migration 
electrophorétique (EMSA) montrent que cette augmentation de taille de la région centrale 
diminue l’affinité des recombinases XerC et XerD pour le site cer. Elle entrave la 
coopérativité de fixation des deux recombinases et déstabiliserait le complexe synaptique. 
D’ailleurs, on note une différence géométrique entre le complexe XerCD-cer et le complexe 
XerCD-dif (Blakely et al., 1993; Blakely et Sherratt, 1996). Toutefois, il convient de noter 
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que la méthode EMSA employée pour la mesure de coopérativité et la caractérisation des 
complexes nucléoprotéiques ne permet pas de mettre en évidence les complexes synaptiques 
Xer. C’est le besoin de caractériser ces complexes synaptiques qui a motivé l’utilisation de 
nouvelles approches biophysiques (Ghosh et al., 2005 ; Ghosh et al., 2007 ; Fan, 2012 ; 
Pinkney et al., 2012) et le travail présenté ici s’inscrit dans cette démarche.  
Les sites psi du plasmide pSC101 et clf du plasmide ClodF13 ont une région centrale 
de 6 pb et contrairement à dif, catalysent essentiellement une recombinaison de type 
intramoléculaire et en présence de séquences et protéines accessoires. La comparaison des 
sites de fixations de psi et clf avec le site dif montre que psi diffère de dif de par les séquences 
nucléotidiques de ses bras de fixation XerC et XerD et que clf ne diffère de dif uniquement 
que de par la séquence de fixation de XerC et de la séquence de la région centrale. Ainsi, il 
apparaît que l’altération de la séquence du bras XerC peut influer sur la sélectivité de 
résolution. Il a été montré que l’altération observée du bras XerC perturbe la fixation de XerC 
à son site, entrainant certainement des interactions protéines-protéines et/ou protéines-ADN 
faibles (Blakely et al., 1993 ; Hayes et Sherratt, 1997). De ce fait, il a été proposé que 
l’intervention des séquences et protéines accessoires, responsables de la sélectivité de 
résolution soit le résultat des forces d’interaction faibles recombinases-site de recombinaison 
et/ou recombinases-recombinases. Elles interviendraient pour stabiliser la synapse afin 
d’assurer le bon déroulement de la réaction (Blakely et al., 1993). 
c) LA RECOMBINAISON XER ET L’INTEGRATION D’ELEMENTS 
GENETIQUES MOBILES 
La forte conservation du système de recombinaison Xer sur les chromosomes 
bactériens a certainement permis son exploitation par divers phages (Huber et Waldor, 2002), 
éléments cryptiques (Hassan et al., 2010) et ilots de pathogénicité (Dillard et Seifert, 2001). 
Ces éléments génétiques mobiles ont récemment été regroupés sous le terme d’IMEXs 
(Integrative Mobile Elements exploiting Xer) (Das et al., 2013). 
D’une façon générale, les IMEXs participent directement à l’adaptation des bactéries à 
leur environnement. Ils portent des sites de recombinaison pouvant avoir des structures ou des 
séquences très différentes de celles des sites Xer chromosomiques. Leur capacité d’intégration 
tient au fait qu’ils aient réussi à pirater la machinerie de recombinaison Xer et surtout de 
passer outre les mécanismes qui la contrôlent. Les études menées sur Vibrio cholerae dans 
l’équipe de F-X. Barre récapitulent, en fonction des sites de recombinaison de l’élément 
mobile, les trois mécanismes d’intégrations connus à ce jour employés par les IMEXs. Il 




Figure I15: Comparaison des sites dif  
Représentation des sites dif impliqués dans les réactions de recombinaison chromosomique. De haut 
en bas : dif recombine avec lui-même sous le contrôle de FtsK ; dif recombine avec attP du phage 
CTX en présence d’EndoIII ; dif recombine avec le site attP du phage VGJ et dif recombine avec le 
site attP de TLC. Le site attP du phage CTX se particularise par le fait qu’il est assemblé par 
repliement de l’ADN simple brin. Le site attP du phage VGJ se particularise par sa région centrale 
partiellement identique à celle de dif. Enfin le site attP de TLC se particularise par l’absence du bras 





















CTXФ, du phage participant à l’évolution de la pathogénicité VGJФ et de l’élément TLC 
(toxin-linked cryptic element) dont le rôle demeure encore inconnu (Das et al., 2013) (Figure 
I15). 
La conversion toxigénique de V. cholerae résulte de l’intégration du phage 
filamenteux CTXФ au niveau du site dif du chromosome I (dif1) (Waldor et Mekalanos, 
1996). En effet, les gènes de la toxine cholérique sont codés par le bactériophage (Val et al., 
2005 ; Das et al., 2010). Suivant le biotope dans lequel elle est trouvée, la bactérie possède le 
variant « El Tor » ou « classique » du phage. L’intégration du phage « El Tor » CTXET 
s’effectue grâce au repliement du brin simple brin positif formant attP. Le site attP ainsi 
formé est en effet similaire au site dif1 (Val et al., 2005) (Figure I15). L’échange d’une seule 
paire de brins entre le site attP de CTXET et le site dif1 est catalysé par XerC grâce aux six 
bases supplémentaires de la région centrale d’attP formant une boucle à la jonction du bras 
XerC (Val et al., 2005). En effet, une telle structure dans les régions centrales d’un site 
synthétique FRT ou dif  d’E. coli contenu dans une jonction de Holliday favorise une coupure 
par la recombinase du brin possédant la boucle (Lee et al., 1997 ; Arciszewska et al., 2000). 
Après la coupure de XerC, le brin échangé du phage contient 3 pb complémentaires à la 
région centrale de dif1 et le brin échangé de dif1 1 pb complémentaire à la région centrale du 
site phagique (Das et al., 2010). Il n’y a que 2 pb complémentaires entre le site phagique et le 
site dif du deuxième chromosome de V. cholerae (dif2) après l’échange de brins. C’est la 
raison pour laquelle CTXET ne s’intègre qu’à dif1. Cependant, une différence de 2 pb entre les 
régions centrales du site d’attachement de CTXET et de CTXCL (CTX classique) permet à 
CTXCL de s’intégrer aussi bien à dif1 qu’à dif2. Après coupure par XerC, le brin échangé du 
phage CTXCL contient 3 pb complémentaires à la région centrale de dif1 et 2 pb 
complémentaires à la région centrale de dif2. On note également  une complémentarité entre 
le brin échangé de dif2 et la région centrale du site d’attachement de CTXCL. Ainsi, CTXCL 
s’intègre à dif1 et à dif2, mais la réaction d’intégration à dif1 reste plus efficace (Das et al., 
2010). Comme nous pouvons le constater, les réactions d’intégration de CTXФ à dif1 et dif2 
tolèrent des mésappariements sur les deux brins échangés. 
 Le manque d’homologie au niveau de la séquence près du bras XerD entre le site attP 
et les sites dif1 et dif2 empêche la résolution de la jonction de Holliday par XerD (Val et al., 
2005 ; Das et al., 2010). En fait, cela conduit à une linéarisation du chromosome bactérien qui 
entraine la mort de la bactérie hôte (Bouvier et al., 2005). De ce fait, l’activité catalytique de 
XerD n’est pas requise dans le processus d’intégration et XerD ne présente qu’un rôle 
structural dans la formation du complexe synaptique (Val et al., 2008). Comme dans tous les 
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processus de recombinaison Xer ne nécessitant qu’un échange de brins effectué par XerC, il 
est proposé que la jonction de Holliday soit résolue par la réplication (Bouvier et al., 2005 ; 
Loot et al., 2012). Pour contrecarrer la réversibilité de la réaction de XerC et permettre à la 
réplication de finaliser le processus d’intégration, la protéine EndoIII stabilise la jonction de 
Holliday en empêchant sa résolution par XerC. EndoIII est une enzyme impliquée dans la 
réparation par excision de base qui reconnaît la jonction de Holliday avec ou sans la fixation 
de XerC et XerD. Des expériences d’empreinte révèlent qu’une fois fixée au complexe 
nucléoprotéique XerCD-jonction de Holliday, elle induit une déformation de la région 
centrale de la jonction de Holliday. Cela déplace XerC de son site de fixation et l’empêche 
ainsi d’effectuer une catalyse (Bischerour et al., 2012). Toutefois, la manière exacte dont 
EndoIII se fixe à la jonction de Holliday n’est pas encore bien connue. Il convient de noter 
qu’après intégration de CTXø, le site attP est masqué dans l’ADN double brin du prophage. Il 
devient inactif et prévient donc une éventuelle excision extrachromosomique du phage par 
recombinaison Xer (Val et al., 2005). Il a été proposé que la production de copies libres du 
génome phagique soit le produit d’un mécanisme de réplication « cercle roulant » quand deux 
copies du phage sont intégrées en tandem (Moyer et al., 2001). 
Tout comme CTXФ, l’intégration du phage VGJ s’effectue grâce à l’échange de paire 
de brins effectuée par XerC (Das et al., 2011). VGJФ porte un site attP constitué de deux bras 
de fixation de XerC et XerD séparés par une région centrale de 7 pb et est similaire au site 
dif1 (Campos et al., 2003). La comparaison de ces deux sites de recombinaison révèle qu’ils 
ont 3 pb identiques à l’extrémité 3’ de leur région centrale. Cela donne une directionnalité à la 
réaction de recombinaison car elle permet à XerC d’effectuer l’échange de la paire de brins 
sans aucune intervention connue de protéines accessoires (Das et al., 2011). La jonction de 
Holliday résultante est probablement résolue par les processus réplicatifs. D’après l’hypothèse 
proposée précédemment, l’incapacité de XerD a effectué le second échange de brins réside 
dans la présence d’une guanine en position 23 de son bras de fixation.  
Il faut croire qu’une région centrale de 7 pb est suffisamment petite pour permettre une 
interaction efficace entre les recombinases XerC et XerD et la formation d’un complexe 
synaptique stable et efficace ne nécessitant pas de protéines accessoires. Pourtant, la majorité 
des cas de recombinaison Xer nécessitent des protéines régulatrices pour mener à bien la 
réaction de recombinaison (Grindley et al., 2006). Il est alors fortement envisageable qu’un 
autre acteur encore indéterminé joue un rôle de protéine régulatrice comme EndoIII dans le 




L’élément TLC (Toxin-linked cryptic) est une séquence génétique répétée en tandem 
sur le chromosome dif1 de V. cholerae et adjacente à la séquence du prophage CTX. Son site 
d’attachement consiste en un bras dif XerC,  une région centrale parfaitement conservée par 
rapport à dif mais ne contient pas de bras  dif XerD (Rubin et al., 1998 ; Das et al., 2013). Le 
fait que TLC soit presque souvent absent dans les isolats non pathogènes de V. cholerae et 
présent dans les souches virulentes montre qu’il pourrait être un facteur déterminant pour la 
lysogénie de CTXФ. De plus, en son absence, la bactérie possède sur le chromosome, un site 
difA qui diffère de dif1 par deux mutations dans dif XerC. Il a dès lors été proposé que difA soit 
déficient à la résolution des dimères de chromosomes et à l’intégration de CTXФ. 
L’intégration à difA de l’élément TLC possédant un bras dif XerC permettrait la reconstitution 
d’un site dif1 fonctionnel. Cependant, les mécanismes d’intégration de l’élément TLC à difA, 
similaires à l’intégration de l’îlot de pathogénicité GGI (Gonoccocal Genetic Island) dans le 
chromosome de N. gonorrhoeae, ne sont pas à ce jour bien compris puisque chaque site est 
défectueux en un bras de fixation (Rubin et al., 1998 ; Hassan et al., 2010) ; Domínguez et al., 
2011 ; Das et al., 2013). 
B. L’ADN COMME OBJET BIOPHYSIQUE 
1. PRESENTATION DE LA MOLECULE D’ADN 
La molécule d’ADN est le porteur de l’information génétique codée par une séquence 
précise de paires de bases. La régulation de l’expression de cette information génétique 
dépend fortement des propriétés physico-chimiques de la molécule d’ADN telles que les 
flexibilités de courbure et de torsion (Travers, 2004).  
a) COMPOSITION ET STRUCTURE ET DE LA MOLECULE D’ADN  
(1) LE MODELE DE WATSON-CRICK 
La molécule d’ADN est composée de deux brins constitués chacun d’unités répétitives 
appelées nucléotides. Les nucléotides sont composés de sucre, le 2’-désoxyribose, de 
phosphate et d’une base azotée. Les bases azotées sont classées en deux familles : la famille 
des purines que représentent l’adénine et la guanine et la famille des pyrimidines, la thymine 
et la cytosine. Grâce à la règle de complémentarité des bases, les deux brins formant la double 
hélice sont complémentaires. En effet, l’adénine se lie à la thymine par deux liaisons 
hydrogènes et la cytosine à la guanine par trois liaisons hydrogènes. Les bases sont localisées 
à la position 1’ du sucre et les sucres se lient entre eux par une liaison de type 3’-5’ 
phosphodiester dans laquelle le groupement hydroxyle en 3’ d’un sucre est lié au groupement 
hydroxyle en 5’ d’un autre par un groupement phosphate. Ce sont les liaisons phosphodiesters 
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qui par leur nature, donnent une orientation 5’-phosphate et 3’-hydroxyle libre à la chaine 
nucléotidique. De ce fait, les deux brins d’ADN sont antiparallèles. Ils s’enroulent l’un sur 
l’autre, formant une double hélice droite avec deux sillons extérieurs de profondeurs et de 
largeurs inégales qui suivent les enchainements sucres phosphates. On retrouve le sillon 
majeur avec une largeur de 12 Å et une profondeur de 9 Å et le sillon mineur avec une largeur 
de 6 Å et une profondeur de 7,5 Å. La structure intérieure de la double hélice est largement 
hydrophobe à cause de l’empilement des bases et sa structure extérieure hydrophile du fait du 
squelette phosphate-sucre. Dans le modèle de Watson-Crick, chaque tour d’hélice fait 10,5 
pb, soit 3,4 nm. La largeur de la double hélice est d’environ 2 nm soit 20 Å et les bases sont 
perpendiculaires à l’axe hélicoïdal. Ce modèle correspond à un ADN de forme B (Watson et 
Crick 1953 ; (Cf liste 1-)).  
La nature hydrophile de l’ADN spécialement due à la forte densité de charges 
négatives due aux groupements phosphates et à la présence de sucre favorise l’hydratation de 
sa surface externe, au niveau des sillons (Travers et Thompson, 2004). Cette hydratation 
explique le polymorphisme de la molécule d’ADN, spécialement la transition entre les 
différentes formes de l’ADN. Ainsi, la présence d’éthanol promeut la transition de la forme B 
à la forme A qui est caractérisée par un tour d’hélice de 11 pb et une largeur de la double 
hélice d’environ 26 Å (Fang et al., 1999 ; (Cf liste 2-)). La forme B étant la plus retrouvée 
dans l’ADN génomique, c’est elle qui est intervient le plus souvent dans les processus 
biologiques et qui est la plus décrite dans les modèles théoriques de l’ADN (Travers et 
Thompson, 2004). Cependant, les expériences de molécules uniques ont montré que lorsque 
l’ADN est soumis à des forces de torsion supérieure à celles retrouvées dans la cellule, il peut 
adopter d’autres structures très différentes de la forme B. Parmi ces nouvelles structures, nous 
pouvons citer la forme S caractérisée par un tour d’hélice estimée à 33 pb et la forme P avec 
2,7 pb par tour d’hélice (Pauling et Corey, 1953 ; Smith et al., 1992 ; Strick et al., 1996).  
L’analyse de modules de Young de molécules d’ADN synthétiques, c’est-à-dire 
l’analyse des constantes reliant des contraintes de compression à la déformation des 
molécules, montre que la flexibilité d’une molécule d’ADN dépend fortement de sa séquence 
nucléotidique (Hogan et al., 1983). Une conséquence de cette propriété est que certaines 
séquences adoptent naturellement une courbure orientée de façon bien définie ou se courbent 
préférentiellement dans une direction donnée sous l’action de protéine (Marini et al., 1982 ; 
Calladine et Drew, 1986). On parle de flexibilité isotrope lorsque le sens de la courbure de la 
molécule peut avec la même probabilité, adopter toutes les directions, et de flexibilité 
anisotrope dans le cas contraire. 
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(2) STRUCTURE DE LA MOLECULE D’ADN DANS LES CELLULES 
Les propriétés de la double hélice d’ADN sont uniques dans la famille des structures 
polymériques. La combinaison de l’empilement de bases et la chiralité lui confère une rigidité 
exceptionnelle par rapport aux autres polymères (Sarkar et al., 2001 ; Bryant et al., 2003 ; 
Bustamante et al., 2003).  Dans les cellules, elle est extrêmement compactée avec des facteurs 
de compression pouvant aller au-delà de 104 (Odijk, 2004 ; Travers et Thompson, 2004) . Cette 
extrême compaction requiert un changement aussi bien interne qu’externe de sa géométrie. 
Nous pouvons citer l’exemple de la compaction de l’ADN par le nucléosome. En effet, 
puisque la largeur du polymère étant de 20 Å est très importante par rapport au rayon de 
courbure moyen qui est de 42 Å, aussi bien la surface interne qu’externe de l’ADN courbé est 
déformée. La circonférence externe de l’ADN enroulé sur le nucléosome est 25% plus grande 
que la circonférence interne. Du fait de la superhélicité de la molécule d’ADN, cette 
flexibilité peut être décrite par deux paramètres : la flexibilité de torsion caractérisée par un 
ajustement des interactions entre les paires de bases adjacentes et une flexibilité de courbure 
caractérisée par une déviation de l’axe longitudinal de la double hélice d’une trajectoire 
rectiligne, résultant à une altération de la largeur des sillons majeurs et mineures de la 
molécule (Murphy et Churchill, 2000).  
b) CARACTERISATION PHYSIQUE DE LA MOLECULE D’ADN 
COMME POLYMERE  
(1) LONGUEUR DE CONTOUR 
L’utilisation de la molécule d’ADN par des approches biophysiques passe par la 
détermination de la longueur physique de la molécule utilisée. Pour un ADN double brin dans 
la forme B, la longueur de contour (𝐿) en nm est simplement égale à  
𝐿𝑛𝑚 = 0.34 ∗ 𝐿𝑏𝑝 
avec 𝐿𝑏𝑝 la longueur en pb. 
(2) FLEXIBILITE DE LA MOLECULE D’ADN  ET LONGUEUR DE 
PERSISTANCE 
Si l’on se déplace le long du contour d’une molécule d’ADN en partant d’un point O 
choisi comme origine, on constate qu’initialement les vecteurs tangents au contour de l’ADN  
ont une orientation voisine de l’orientation du vecteur tangent en O puis qu’au-delà d’une 
certaine longueur parcourue, les vecteurs tangents sont complètements décorrélés du vecteur 
tangent en O. Cette longueur de contour caractéristique en dessous de laquelle l’ADN se 
comporte comme une tige rigide est appelée la longueur de persistance 𝑙𝑝 (Figure I16). 
  
Figure I16: Illustration de la longueur de persistance sur une molécule d’ADN 
La courbe représente la molécule d’ADN. Les vecteurs 𝑡𝑖⃗⃗  sont les vecteurs tangents à la molécule. 
Sur cet exemple, on voit que les vecteurs 𝑡1⃗⃗  ⃗, 𝑡2⃗⃗  ⃗ et 𝑡3⃗⃗  ⃗ ont la même orientation. Cependant,  𝑡3⃗⃗  ⃗ et 𝑡4⃗⃗  ⃗  
sont d’orientations différentes. On dit qu’elles sont décorréllées. Le segment d’ADN dont les 
extrémités sont délimitées par 𝑡3⃗⃗  ⃗ et 𝑡4⃗⃗  ⃗  a une longueur de persistance 𝑙𝑝 caractérisant la rigidité 
de la molécule. Pour de faible concentration saline de l’ordre du millimolaire, 𝑙𝑝 ≅ 50 nm ≅ 147 
pb. 
                         
 
Figure I17 : Représentation mathématique d’une chaine polymérique 
A- Le modèle FJC (Freely Jointed Chain Model) est composé de N segments de longueur fixe b. 
Les orientations des segments sont décorrélées. B- Le modèle WLC (Worm-Like Chain) est 
un modèle continu caractérisée par une longueur de persistence A (𝑙𝑝). L’orientation du 
vecteur t(s) tangent à la chaine change sensiblement suivant la taille de la longueur de contour 











Lorsque la longueur de contour excède largement  la longueur de persistance, 𝐿/𝑙𝑝 ≫ 1, la 
molécule d’ADN est un polymère flexible. 
 Pour une molécule d’ADN-B de séquence quelconque, les fluctuations thermiques 
entrainent une perte d’orientation de la molécule sur une distance 𝑙𝑝 ≅ 50 nm ≅ 147 pb pour 
des concentrations en sel de l’ordre du millimolaire ((Cf liste 3-) ; Schellman, 1980) ; Mills et 
Hagerman, 2004). Cette caractérisation de 𝑙𝑝 classe la molécule d’ADN dans la famille des 
polymères semi-rigides. 
Une molécule d’ADN libre en solution forme une pelote statistique qui tend à 
maximiser son entropie (Cf liste 4-).  Son comportement statique peut être décrit par plusieurs 
modèles mathématiques (Douarche et Cocco, 2005).  
(3) DISTANCE BOUT A BOUT D’UNE MOLECULE D’ADN LIBRE EN 
SOLUTION  
Un modèle simple de la molécule d’ADN consiste à la décrire comme une chaine de 
segments rigides reliés entre eux par des rotules permettant une rotation libre des segments les 
uns par rapport aux autres encore appelée le Freely Jointed Chain Model (Bustamante et al., 
1994) (Cf liste 5-) (Figure I17). Une molécule d’ADN de chaine de longueur de contour 𝐿 est 
alors assimilée à une chaine de 𝑁 segments rigides, dits segments de Kuhn, de longueur égale 
à deux longueurs de persistance 𝑙𝑝 et libres de rotation les uns par rapport aux  autres 
(Douarche et Cocco, 2005). Dans ce modèle, la flexibilité de la molécule d’ADN est incluse 
dans le choix de la dimension des segments élémentaires. La longueur de contour est alors 
égale à : 
𝐿 = 𝑁 × 2𝑙𝑃 
Dans ce modèle, la chaine décrit dans l’espace un tracé identique à celui d’une marche 
aléatoire de N pas. Pour un grand nombre de segments N, le vecteur ?⃗? 3𝐷 séparant  une 
extrémité de la molécule d’ADN de son autre extrémité est donc en moyenne nul. 
〈?⃗? 3𝐷〉 = 0⃗  
Et la longueur quadratique moyenne de ?⃗? 3𝐷 est égale à : 
〈𝑅3𝐷
2 〉 = 𝑁 × (2𝑙𝑃)
2 
Le déplacement des segments élémentaires du polymère ADN se faisant de manière 
aléatoire, il a lieu de manière identique selon les trois directions orthogonales de l’espace 
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définies par les vecteurs unitaires (?⃗? 𝑥, ?⃗? 𝑦, ?⃗? 𝑧) pour lesquels ?⃗? 3𝐷 = 𝑋?⃗? 𝑥 + 𝑌?⃗? 𝑥 + 𝑍?⃗? 𝑥. Cela 
conduit à : 
〈𝑋〉 = 〈𝑌〉 = 〈𝑍〉 = 0 
〈𝑋2〉 = 〈𝑌2〉 = 〈𝑍2〉 =
1
3
× 𝑁 × (2𝑙𝑃)
2 





× (2𝑙𝑃) × 𝐿 
avec L la longueur de contour de la molécule d’ADN. 
Pour une molécule d’ADN décrite par un grand nombre de segments N, le théorème 
central limite peut être appliqué et la probabilité que la composante selon ?⃗? 𝑥 du vecteur ?⃗? 3𝐷 















La probabilité que le vecteur séparant les deux extrémités de la molécule d’ADN soit 
égal à ?⃗? 3𝐷 est le produit des probabilités que les composantes selon ?⃗? 𝑥, ?⃗? 𝑦, ?⃗? 𝑧 soient X, Y et 
Z  et a donc pour expression finale :  
 










Cette modélisation mécanique de la molécule est insuffisante à décrire le 
comportement élastique de l’ADN. Afin de mieux prendre en compte la flexibilité de l’ADN, 
il a été développé le modèle du ver ou Worm Like Chain (Figure I17) dans lequel l’ADN est 
assimilé à une tige d’élasticité homogène qui se courbe localement suite à des fluctuations 
thermiques (Cf liste 5-). Dans le modèle du ver, la succession des segments ne se fait donc 
pas de manière aléatoire. Des effets internes ou de l’environnement empêche certaines 
configurations.  
Cependant, dans ce modèle du ver, ni la structure locale de la double hélice d’ADN ni 
la présence de bulles de dénaturation ne sont pas prises en compte dans la conformation 
globale du polymère. Les expériences étant effectuées à température ambiante (~21°C), on 
estime que l’échauffement local n’est pas assez important pour créer des dénaturations 
(Palmeri et al., 2007).  
32 
 
2. COMMENT UNE PROTEINE TROUVE-T-ELLE SON SITE DE FIXATION ? 
Les interactions ADN-protéines jouent un rôle fondamental dans la plupart des 
processus cellulaires tels que l’initiation de la réplication de l’ADN, la transcription des gènes 
par l’ARN polymérase et les facteurs de transcriptions, les mécanismes de recombinaison 
génétique…(Ptashne et Gann, 2002).  
Les sites sur lesquelles se fixent de façon spécifique des protéines telles que XerCD 
sur le site dif, ne constituent qu’une infime portion de la séquence totale de l’ADN génomique 
de la cellule. Pourtant, ces protéines trouvent leur site de façon très rapide, plus rapide que ne 
peut le décrire une diffusion par collision entre les protéines et le site cible (Riggs et al., 
1970). Cette localisation rapide implique une « diffusion facilitée » de la protéine (Berg et 
von Hippel, 1985). La protéine se lie dans un premier temps à une séquence aléatoire sur 
l’ADN avant de transloquer vers son site de fixation (von Hippel et Berg, 1989 ; Halford et 
Szczelkun, 2002).  
Plusieurs modèles de « diffusion facilitée » de protéines à la recherche de sites 
spécifiques ont été proposés (Cf liste 6- ; Halford et Marko, 2004).  
a) DIFFUSION 1D 
La protéine pourrait se fixer  sur une séquence d’ADN de façon non-spécifique et 
diffuser le long de l’ADN tout en lui restant accrochée jusqu’à trouver son site de fixation 
spécifique. Le sens de diffusion est aléatoire si le temps de diffusion est assez grand. (Richter 
et Eigen, 1974 ; Berg et al.,1981). Pour une probabilité faible 𝑃 que la protéine se détache de 
l’ADN et compte-tenu de la distance entre deux paires de bases adjacentes ℎ (0,34 nm), la 
distance 𝑙 parcourue par la protéine lors de sa diffusion 1D le long de l’ADN se calcule 







𝑃 = 1/𝑁 
où 𝑁 est le nombre de pas de diffusion sur lequel est calculé 𝑃. 
Comme le prouvent des expériences d’électrophorèse Cette longueur d’ADN sur laquelle se 
produit la diffusion 1D sera donc d’autant plus importante que la probabilité de dissociation 
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sera grande et dépend directement de la force ionique de l’environnement (Winter et al., 
1981 ; Barkley, 1981). 
b) DIFFUSION 3D 
La protéine, liée à une séquence d’ADN aléatoire, peut se détacher de l’ADN et se lier 
à une séquence d’ADN proche de la première et se trouvant sur la même molécule d’ADN. Ce 
mode de déplacement peut être répété jusqu’à ce que la protéine trouve son site de fixation 
spécifique. Il est rare que la réassociation de la protéine avec l’ADN se fasse sur une séquence 
localisée sur une autre molécule d’ADN (Berg, 1978 ; Gowers et Halford, 2003).  
Certaines protéines comme le répresseur du lactose combinent lors de la recherche de 
leur site cible une diffusion 1D et 3D (Winter et al., 1981). En effet, la protéine se déplace sur 
une certaine distance par diffusion 1D avant de se détacher de l’ADN pour s’associer à une 
autre séquence d’ADN. Cela a été démontré en plaçant la concentration saline à une échelle 
empêchant le répresseur du lactose de se fixer à l’ADN et en mesurant le temps nécessaire à la 
protéine pour trouver son site de fixation. Ce temps calculé, lorsqu’il est comparé au temps de 
diffusion de la protéine en concentration saline optimale, correspond exclusivement à une 
diffusion 3D (Cf liste 6-). 
Une protéine libre en solution se déplace selon un mouvement brownien. La distance 
𝑟 parcourue par une protéine qui diffuse durant un temps 𝑡  est calculée suivant la relation : 
𝑟2 ∝ 𝐷𝑡 
où 𝐷 est le coefficient de diffusion calculé comme dans le cas d’une particule sphérique. Pour 
une protéine sphérique de 5 nm de diamètre se trouvant dans un milieu dont la température est 
comprise entre 0 et 50°C, D est égal à 10-10 m2.s-1 = 10-6 cm2.s-1 =108 nm2.s-1.  . 
Si on considère le site de fixation spécifique de longueur 𝑎 et la distance 𝑟 séparant la 









Dans ce cas, la protéine passe donc l’essentiel de son temps à déplacer librement dans la 




c) TRANSFERT INTERSEGMENTAL 
Une fois liée à une séquence d’ADN aléatoire, la protéine peut grâce à la formation 
d’une boucle d’ADN la rapprochant de son site de fixation spécifique, se détacher de la 
séquence de fixation non spécifique et se lier à son site cible assez éloigné de la séquence de 
fixation non spécifique. Ce mode de recherche de cible a été proposé pour les sites séparées 
par au moins 400 pb puisque c’est la distance pour laquelle la probabilité de rencontre dans 
l’espace de deux sites est maximale (Bellomy et Record 1990 ; Vologodskii et Cozzarelli, 
1996). Cette distance est une conséquence de la rigidité de la molécule d’ADN dont la 
longueur de persistance est de 150 pb (Cf Chapitre I.B.b.2). Cependant, il a récemment été 
montré par FRET que les molécules d’ADN de moins de 150 pb pouvaient se cycliser de 
façon très efficace (Vafabakhsh et Ha, 2012). Cette nouvelle découverte serait peut-être une 
preuve que le transfert intersegmental de la protéine peut se faire entre deux sites séparés par 
une distance inférieure à la longueur de persistance, faisant du modèle de « diffusion 
facilitée » un mode de recherche de cible plus utilisé par les protéines que ne le décrit la 
littérature. Par contre, il convient de noter que le transfert intersegmental n’est exclusivement 
utilisé que par les protéines ayant des domaines de fixation à l’ADN qui peuvent se lier aux 
deux sites en même temps.  
3. TECHNIQUES DE MOLECULES UNIQUES POUR ETUDIER DES 
MECANISMES LIES A LA RECOMBINAISON 
Depuis un peu plus de vingt ans, il y a eu, dans le domaine de la biologie, émergence 
de nouvelles approches expérimentales, à l’échelle  des molécules uniques. Ces approches 
permettent de visualiser et manipuler des molécules isolées d’ADN ou de protéines (Lindsay 
et al., 1989 ; Schafer et al., 1991 ; Block, 1992 ; Gosse et Croquette, 2002). 
Les expériences sur un large ensemble de molécules donnent une valeur moyenne 
d’une grandeur caractérisant le phénomène étudié tandis que les expériences en molécules 
uniques donnent accès à l’ensemble de la distribution de ces grandeurs mesurées sur des 
molécules individuelles. Ces dernières permettent dès lors de mieux comprendre le 
fonctionnement des molécules étudiées et d’accéder à des données cinétiques.  
Il existe deux grandes familles d’expériences effectuées à l’échelle de molécules 
uniques : celles qui sont basées sur des mesures de force et la micromanipulation et celles 
basées sur la mesure de fluorescence (Kapanidis et Strick, 2009). Nous allons ici détailler 
quelques-uns des résultats obtenus par ces approches concernant des processus impliqués 
dans la recombinaison génétique. 
 
  
Figure I18: Appareillage microscopie de force atomique (AFM) 
L’AFM sert à visualiser la topologie de la surface d'un échantillon ne conduisant pas l'électricité. Le 
principe se base sur les interactions entre l'échantillon et une pointe montée sur un microlevier. La 
pointe balaie (scanne) la surface à représenter grâce un piezzo électrique. Le rayon laser réfléchi par le 
levier vers un photorécepteur permet l’enregistrement sur un ordinateur des modifications de position 
ou hauteurs du levier sur l’échantillon. Les différences de hauteur ainsi enregistrées servent à la 
reconstitution de l’image de la surface. L'AFM utilise la déviation du levier, c’est-à-dire indirectement 





Figure I19 : Etude du rôle de PepA dans la formation de synapse Xer par AFM 
Visualisation d’une boucle d’ADN formée par la fixation de deux hexamères de PepA sur deux sites 






a) ETUDE PAR MICROSCOPIE A FORCE ATOMIQUE  
La microscopie à force atomique, AFM  pour Atomic Force Microscopy, est une 
technique qui repose sur la visualisation de la topographie d’un échantillon grâce à la 
détection des interactions entre l’échantillon déposé en général sur du mica (Bustamante, 
1994) et une pointe nanométrique montée sur un micro-levier. La pointe balaie en trois 
dimensions la surface de l’échantillon grâce à un dispositif piézo-électrique. Un faisceau laser 
est focalisé sur l’extrémité du levier qui le réfléchit. Le faisceau réfléchi est détecté grâce à un 
photorécepteur centré sur le faisceau réfléchi en l’absence d’interaction entre la pointe et 
l’échantillon. L’interaction pointe-échantillon induit la flexion de l’extrémité du levier et par 
la suite la déviation du faisceau laser réfléchi. C’est la mesure de cette déviation qui par un 
traitement informatique, permet de reconstruire l’image topographique de l’échantillon 
(Figure I18). Les images peuvent être obtenues en milieu solide, liquide ou gazeux. Pour des 
échantillons biologiques, le rayon de courbure moyen d’une pointe AFM est de 5-10 nm et la 
résolution spatiale latérale de 3-5 nm. Les images sont en général acquises à 1 µm/s 
(Yamamoto et al., 2009) mais cette valeur a été considérablement  améliorée avec l’apparition 
récente de l’AFM à haute vitesse (Ando et al., 2001). La résolution temporelle de l’AFM est 
de 10 ms et sa résolution spatiale en Z de 5 Angstrom (Kapanidis et Strick, 2009).  
L’AFM a été utilisé pour étudier le rôle de l’aminopeptidase A (PepA) indispensable à 
la formation des complexes synaptiques Xer dans le cadre de recombinaison génétique sur les 
sites plasmidiques cer et psi (Minh et al., 2009). PepA est une protéine accessoire qui, avec la 
combinaison des protéines ArgR/ArcA, s’enroule un nombre de fois très précis autour de 
séquences accessoires afin d’assurer le bon alignement des sites cer et psi lors de la résolution 
des dimères de plasmides ColE1 et pSC101. Elle joue le rôle de filtre topologique en 
permettant une recombinaison exclusivement intramoléculaire (Cf Chapitre I.A.3.b). La 
structure cristallographique de PepA montre que cette dernière s’organise en hexamère 
composé d’un dimère de trimère. Chaque sous-unité comprend un petit domaine N-terminal 
relié à un domaine C-terminal plus grand via une très longue hélice α (Sträter et al., 1999). 
Cette structure révèle également que le domaine C-terminal agirait comme un domaine de 
liaison aux sillons de l’ADN. Cependant, le mode de fixation de PepA aux séquences 
accessoires demeure inconnu. Les résultats obtenus par AFM démontrent que PepA entraine 
un bouclage de l’ADN contenant deux sites cer en répétition directe. L’apparition de deux 
zones globulaires au niveau du point de bouclage indique que deux hexamères de PepA sont 
nécessaires à la formation d’une synapse de recombinaison (Figure I19). Les auteurs montrent 
également que la fixation d’une molécule de PepA sur une molécule d’ADN ne contenant 
qu’un seul site cer entraine la diminution de la longueur de contour de l’ADN de 67 nm, soit 
  
Figure I20: Dispositif expérimental et illustration de la pince optique 
Un faisceau laser infrarouge est fermement focalisé de façon à piéger au niveau de son point focal une 
particule micrométrique. La particule étant diélectrique et transparente, sa position dans le piège peut 
être contrôlée par le laser grâce au phénomène de réfraction du laser. Le laser passe à travers une 
lentille d’immersion avant d’arriver à l’échantillon. Ceci a pour but d’augmenter le pouvoir résolvant 
de l’objectif. Le piège agit comme un ressort. Sa force exercée sur la bille est d’autant plus grande que 
la bille s’éloigne du centre du piège. Grâce à un photorécepteur qui mesure la variation de position δx 
de la bille par rapport au centre du point focal, on peut mesurer la force exercée sur la bille par le piège 















~210 pb ; la diminution de longueur étant de 128 nm sur les molécules bouclées. Ces données 
suggèrent que l’ADN s’enroule autour de  PepA sur ~210 pb et confirment le modèle de 
Sträter dans lequel chaque site cer interagit avec le domaine C-terminal et le domaine N-
terminal adjacent de chaque hexamère.  
b) ETUDE A L’AIDE DE PINCES 
Les techniques de pinces sont des techniques basées sur l’application d’une force afin 
de piéger des molécules greffées à une particule. La force a été introduite comme nouveau 
paramètre thermodynamique afin d’étudier les processus mécaniques des systèmes 
enzymatiques ADN-dépendants. Elle s’ajoute à la température et la composition saline du fait 
qu’elle peut altérer l’équilibre des réactions d’étudier (Hoffmann et Dougan, 2012). Il existe 
deux principaux types de pinces : les pinces optiques et les pinces magnétiques. 
(1) LES PINCES OPTIQUES  
Les pinces optiques sont des outils qui se basent sur la réfraction d’un très puissant faisceau  
laser en milieu transparent, pour piéger au niveau du point focal du laser et déplacer 
physiquement en trois dimensions des objets diélectriques nano- ou micrométriques. Les 
objets diélectriques utilisés généralement sont des billes de verre. Le piège agit comme un 
ressort, générant une force de rappel vers le centre du piège proportionnelle à la distance entre 
la bille et le centre du piège. Les forces exercées sur la particule peuvent atteindre 200 pN. Le 
fait de tirer sur la bille est contrecarré par cette force de rappel et plus on tire, plus la force 
exercée en retour est grande (Figure I20). En mesurant la position relative de la bille au point 
focal (δx), la force F appliquée par le piège peut être déterminée (Perkins et al., 2003). Elle 
est calculée suivant la loi de Hooke:  
𝐹 = 𝛼 𝛿𝑥 
où 𝛼 est la constante de raideur de la pince et 𝛿𝑥 la position de la bille par rapport au centre 
du piège. 𝛼 dépend de l’ouverture numérique de l’objectif du microscope et de la 
polarisabilité de la particule piégée (Ashkin et al., 1986).  
L’utilisation de lumière pour générer des forces fait de la pince otique une méthode de 
haute précision. La résolution spatiale de la pince optique est de 1 nm et sa résolution 
temporelle de 10 ms.  
Cependant, la lumière n’est pas sans conséquences. La forte intensité du laser fixée en 
général à 109-1010 W.cm-1 entraine un échauffement local (Peterman et al., 2003) qui peut 
modifier localement l’activité des molécules étudiées et changer la viscosité du milieu.   
  
Figure I21: Dispositif expérimental et illustration de la pince magnétique 
Une paire d’aimants génère un gradient de champ magnétique qui impose une force constante verticale 
à la particule magnétique de taille micrométrique. Cette force permet d’étirer la molécule d’ADN. Elle 
peut être modulée en faisant varier la position de la paire d’aimants autour de la particule. Ainsi, une 
rotation de la paire d’aimants permet d’introduire des torsions et surenroulements sur la molécule 
d’ADN. La distance 𝑙 d’étirement de la molécule d’ADN est mesurée en traquant la position de la 
particule en temps réel par vidéomicroscopie. Cet exemple illustre le rôle de la topoisomérase de type 
II. Cet enzyme défait les nœuds topologiques de l’ADN, provoquant ainsi une extension de l’ADN à 


















Puisque la raideur du piège dépend du gradient du champ optique, une perturbation de 
l’intensité optique, due à l’hétérogénéité de la préparation, affecte la performance de la 
technique. De plus, le piège optique manque de sélectivité. En effet, tout objet diélectrique 
près du point focal du piège sera pris dans le piège. De ce fait, les particules à piéger doivent 
être de très faible concentration dans l’échantillon si elles diffusent librement. Cela permet de 
piéger une seule particule à la fois (Neuman et Nagy, 2008). 
La technique de pince optique a été utilisée pour étudier le mode d’action de  
l’exonucléase λ (Figure I20).  L’exonucléase λ est une enzyme qui dégrade l’ADN double 
brins en ADN simple brin qui est utilisé lors de la recombinaison par le bactériophage λ. Pour 
la réalisation de l’expérience, la molécule d’ADN est fixée à une bille piégée par une pince 
optique et l’exonucléase λ est fixée à la lamelle de verre. En mesurant la distance δx  au cours 
du temps, les auteurs ont pu calculer la longueur de la molécule d’ADN double brins au cours 
du temps et montrer que la présence de motifs GGCGA entrainent l’apparition de pause de 
l’exonucléase λ lors de son activité de dégradation de l’ADN (Perkins et al. 2003). 
(2) LES PINCES MAGNETIQUES 
Dans les pinces magnétiques, la bille de verre utilisée en pince optique est remplacée 
par une bille magnétique. Elle est contrôlée par une paire d’aimants qui peut exercer une force 
verticale et un couple de force dirigé selon l’axe vertical. Cela permet à la fois de tirer sur la 
molécule et d’introduire des torsions afin de réduire au minimum la conformation du substrat 
ADN disponible pour la protéine (Figure I21). Pour jouer sur la force exercée, il suffit de 
rapprocher ou d’éloigner la paire d’aimants de la bille (Strick et al., 1996). Les torsions sur la 
molécule d’ADN sont induites par une rotation de la paire d’aimants autour de la bille. 
La force exercée peut excéder 1 nN dans le cas de pinces électromagnétiques et la 
taille de la bille être comprise entre 0,5-5 µm. Ces possibilités font de la technique une 
approche idéale pour étudier les caractéristiques structurales de l’ADN ainsi que les propriétés 
topologiques et mécaniques impliquées dans les interactions ADN-protéine. La force étant le 
paramètre crucial régissant les interactions ADN-protéines, les pinces magnétiques 
fonctionnent naturellement en mode « force constante ». La position de la bille est détectée en 
temps réel grâce à la vidéomicroscopie. La résolution temporelle de  la pince magnétique est 
typiquement de 30 ms et sa résolution spatiale de 5-10 nm (Gosse et Croquette, 2002 ; 
Neuman et Nagy, 2008 ; Kapanidis et Strick, 2009).  
  
Figure I22 : Dispositif expérimental du « DNA curtain » 
Cette technique consiste en l’alignement parallèle de plusieurs molécules d’ADN sur une 
chambre de microfluidique passivée par une bicouche lipidique inerte servant de barrière au 
flux. Les molécules d’ADN sont fixées par leurs deux extrémités à des ancres dans la 




















Contrairement à la technique de pince optique, la technique de pince magnétique n’est 
pas limitée par les problèmes d’échauffement d’échantillon. De plus, le champ magnétique ne 
manipule que les particules magnétiques et montre donc une très grande sélectivité.  
Malgré ses nombreux avantages, la technique de pince magnétique n’est pas aussi 
versatile que la pince optique. Les capacités de manipulations de la paire d’aimants bien 
qu’importantes, restent moindres par rapport à celles des autres techniques basées sur la force. 
De plus, la sensibilité est limitée par la détection basée sur la vidéo qui empêche une détection 
des très rapides et très petits déplacements (Neuman et Nagy, 2008).  
La technique de pince magnétique a permis d’étudier le rôle de la topoisomérase de 
type II de Drosophila melanogaster sur la molécule d’ADN réalisée par pince magnétique 
(Strick et al., 2000). Les topoisomérases de type II sont des enzymes ATP-dépendantes 
capables de dénouer la molécule d’ADN et de relâcher des plectonèmes (Liu et al., 1980 ; 
Rybenkov et al., 1997 ; Champoux, 2001). In vivo, elles sont responsables de la décaténation 
des réplicons avant la ségrégation des chromosomes (Peng et Marians, 1993). Grâce à 
l’introduction de supertours dans l’ADN et un étirement de la molécule par la paire d’aimants, 
les auteurs ont pu déceler en temps réel et en présence d’ATP, la résolution de deux 
supertours par cycle de rotation de la topoisomérase II (Figure I21). Leurs résultats montrent 
que l’activité biochimique de cette enzyme sur l’ADN dépend de la force d’étirement 
appliquée sur cette molécule d’ADN.  
La technique de pince magnétique a également permis d’étudier la translocation de 
FtsK (Saleh et al., 2004 ; Ptacin et al., 2006). La méthode se base sur le raccourcissement 
d’une molécule d’ADN lors de la translocation de la partie C-terminale soluble de FtsK 
(FtsK50C). La molécule d’ADN est fixée à une bille magnétique sur une de ses extrémités et à 
une surface de verre sur l’autre extrémité. Il a été montré que FtsK50C transloque l’ADN sans 
pause et de façon unidirectionnelle à une vitesse de 4.5 ± 1 kbs-1 (Ptacin et al., 2006). 
Cependant, lorsque la molécule d’ADN contient trois sites KOPS en tandem, la translocation 
est marquée par une réversibilité et des pauses au niveau des séquences KOPS. Lorsque 
l’expérience est effectuée avec le variant FtsK50C délétée du sous-domaine γ, la vitesse de 
translocation reste inchangée en présence ou non de motifs KOPS. Ces résultats montrent que 
la délétion du sous-domaine γ de FtsK affecte la reconnaissance des motifs KOPS par FtsK 
sans pertuber l’activité motrice de cette dernière (Ptacin et al., 2006).  
 
 
                                               
 
Figure I23 : Illustration du Tethered Particle Motion 
La bille verte représente la bille suivie en vidéomicroscopie. Elle est recouverte 
d’antidigoxygénine (ad) et est greffée à une molécule d’ADN portant une extrémité 
digoxygénine (d). L’autre extrémité de l’ADN biotinylée (b) est fixée à la lamelle de verre (g) 
recouverte de neutravidine (n). Le poly-éthylène-glycol (p) biotinylé et fixé à la lamelle 
permet de fixer la neutravidine. Le demi-cercle en pointillé représente la surface explorable 
par la bille définie par la longueur de la molécule d’ADN. La distance entre le point d’ancrage 
de l’ADN à la lamelle et la périphérie de la surface explorable par l’ADN est l’amplitude du 











Figure I24 : Illustration du bouclage de l’opéron lactose par lacI 
A- Représentation de la molécule d’ADN nue portant deux sites lacO. B- Représentation de la 
molécule d’ADN bouclée suite à la fixation du répresseur lacI sur l’opérateur lacO. (Adapté de Finzi 





c) APPROCHES BASEES SUR LA FLUORESCENCE 
Les approches de molécules uniques basées sur la fluorescence permettent, grâce au 
marquage par des molécules ou des protéines fluorescentes, d’étudier la dynamique, la 
localisation ainsi que la structure de molécules in vivo et in vitro. Les mesures molécules 
uniques basée sur la fluorescence font généralement appel à de la microscopie de fluorescence 
avec illumination en champ large ou par des ondes évanescentes obtenues par réflexion totale 
interne du faisceau excitateur, appelé encore microscopie TIRF pour Total Internal Reflection 
Fluorescence  (Eigen et Rigler, 1994 ; Nie et al., 1994 ; (Axelrod, 2001).  
Dans les expériences classiques de microscopie, l’échantillon est illuminé grâce à un 
faisceau lumineux qui passe à travers une lentille de microscope grâce à un miroir dichroïque. 
Grâce à un filtre d’excitation, l’illumination de l’échantillon n’est effectuée que par la 
longueur d’onde excitatrice. La lumière émise par l’échantillon est collectée par un 
photodétecteur via un filtre d’émission. Le miroir dichroïque et le filtre d’émission assurent 
que seule la lumière issue du spectre d’émission est collectée. La lumière émise par 
l’échantillon étant collectée dans le sens opposé à l’illumination, le bruit du signal de l’image 
obtenu est très peu élevé.  
Une approche de molécule unique basée sur la fluorescence appelée technique de 
« DNA curtain » (Figure I22) a permis l’étude de la translocation de FtsK (Lee et al., 2012). 
Cette technique consiste en l’alignement parallèle de plusieurs molécules d’ADN sur une 
chambre de microfluidique passivée par une bicouche lipidique inerte (Gorman et al., 2010). 
Les molécules d’ADN sont fixées par leurs deux extrémités à des ancres dans la chambre. 
FtsK couplée à un Quantum-dot peut être visualisée par TIRF.  
La protéine FtsK est une translocase à ADN double brins ATP dépendante. Sa partie 
C-terminale est constituée de FtsKγ et du moteur FtsKαβ de tranlocation qui hydrolyse l’ATP. 
FtsK reconnaît via FtsKγ des motifs KOPS biaisés sur le chromosome lors de la résolution 
des dimères de chromosomes. Elle transloque jusqu’à XerCD-dif et contacte XerD via FtsKγ 
pour activer la recombinaison menant à la résolution (Cf Chapitre I.A.2.a). Cependant, le rôle 
des KOPS dans la translocation n’est pas bien défini. D’aucuns disent que ce sont des sites de 
chargement de FtsK ou des sites d’orientation de la translocation reconnus par FtsK durant sa 
translocation.  Les résultats montrent que la translocation de FtsK est dépendante de l’ATP et 
que la vitesse de translocation atteint 17.5 kb/s à 37°C, faisant de FtsK la translocase la plus 
rapide connue à ce jour. De plus, les auteurs démontrent en utilisant un substrat ADN 
contenant des sites KOPS que ces derniers sont des sites de chargement préférentiels de FtsK. 
En effet, étant biaisés vers le chromosome, les sites KOPS permettent à FtsK de transloquer 
           
       
Figure I25 : Cinétique de la formation de la synapse λInt et de l’excision du phage λ par TPM 
A- l’incubation d’une molécule d’ADN contenant un site attL ou attR avec Int, IHF et Xis entraine une 
courbure de l’ADN au sein du complexe nucléoprotéique. B- La synapse de recombinaison formée 
entre les sites attL et attR par Int en présence de Xis et IHF passe par la formation d’un complexe 
présynaptique qui consiste à la courbure des sites attL et attR. Le complexe présynaptique conduit 
ensuite à la formation d’un complexe synaptique dans lequel les deux sites attL et attR sont 













vers dif. Cependant, en cours de translocation, FtsK ne reconnaît pas les KOPS. La préférence 
de chargement de FtsK pour les sites KOPS est accrue en présence d’ADP. Aussi, même si 
FtsKγ est responsable de la reconnaissance des KOPS, FtsKαβ augmente la stabilité de 
fixation de FtsK aux sites KOPS en présence d’ADP.  
4. L’APPROCHE MOLECULE UNIQUE DE TETHERED PARTICLE MOTION 
APPLIQUEE A LA RECOMBINAISON  
Le TPM est une technique de molécule unique introduite en 1991 par (Schafer et al., 
1991) pour mesurer les variations du taux d’élongation de l’ARN polymérase en sondant la 
longueur apparente de la molécule d’ADN. Elle a depuis été largement utilisée dans la 
compréhension des mécanismes de transcription, de recombinaison et d’assemblage de la 
chromatine (Schafer et al., 1991 ; Pouget et al., 2004). Le TPM offre deux principaux 
avantages : une mise en œuvre facile et très peu de force exercée sur l’échantillon. 
a) LE PRINCIPE DU TPM 
(1) UNE TECHNIQUE DE SUIVI DE PARTICULE UNIQUE 
Le TPM consiste à suivre par vidéomicroscopie le mouvement d’une particule liée à 
un polymère greffé à une surface de verre (Figure I23). La particule est généralement une 
bille de polystyrène, d’or ou un fluorophore et le polymère est très souvent une molécule 
d’ADN. La stabilité des liaisons entre la particule et le polymère ainsi qu’entre le polymère et 
la surface de verre dépend fortement de la force d’interaction des différentes molécules et/ou 
du nombre de liaisons mis en jeu. De ce fait, les liaisons sont usuellement de type anticorps-
antigène, particulièrement la biotine et l’avidine ou ses dérivés et la digoxygénine et 
l’anticorps anti-digoxygénine (Schafer et al., 1991 ; Pouget et al., 2004 ; Orelma et al., 2012 ; 
Pinkney et al., 2012).  
Lors d’une expérience de TPM, la particule suit un mouvement aléatoire dans un 
fluide, dans lequel les seules interactions auxquelles elle est soumise sont des chocs avec 
les  molécules du fluide, limité au volume autorisé par l’accrochage à la molécule d’ADN. 
Les informations sur le changement conformationnel de la molécule d’ADN sont directement 
données par la variation du déplacement quadratique d’amplitude du mouvement brownien de 
la bille au cours du temps.  
La projection en deux dimensions des positions de la particule se répartit de façon 
symétrique autour du point d’ancrage. Il est possible que plusieurs molécules d’ADN se lient 
à une seule bille en TPM ce qui peut se traduire par une répartition asymétrique des positions 
autour du point d’ancrage de l’ADN. Pour éviter cela, les complexes ADN-billes sont 
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généralement utilisés à des concentrations très faibles lors des acquisitions puis les trajectoires 
asymétriques sont exclues des mesures lors de l’analyse des données.   
(2) AMPLITUDE DU MOUVEMENT A L’EQUILIBRE 
Pour mesurer l’amplitude du mouvement à l’équilibre en TPM (𝐴𝑒𝑞), les coordonnées (𝑥𝑖, 𝑦𝑖) 
de la particule sont enregistrées sur un intervalle de temps, 𝑇𝑚𝑜𝑦, assez grand afin que 
l’extrémité mobile de l’ADN puisse explorer tout son volume accessible. L’𝐴𝑒𝑞 résultant est 
calculé en convertissant les coordonnées de position de la particule en moyenne quadratique 
(root mean square) suivant la relation :  
𝐴𝑒𝑞 = √∑[(𝑥𝑖 − 𝑥𝑎𝑛𝑐)
2 + (𝑦𝑖 − 𝑦𝑎𝑛𝑐)2]
𝑖
 
où 𝑥𝑖 et 𝑦𝑖 sont les coordonnées de la particule, 𝑥𝑎𝑛𝑐 et 𝑦𝑎𝑛𝑐 les coordonnées du point 
d’ancrage calculées sur cette intervalle de temps 𝑇𝑚𝑜𝑦. Le vecteur position absolue de la 
particule est en effet la somme du vecteur séparant les deux extrémités de la molécule d’ADN 
et du vecteur position du point d’ancrage calculé durant ce même temps qui peut varier suite à 
une dérive du dispositif expérimental (Nelson et al., 2006). 
Les 𝐴𝑒𝑞 mesurées  au cours du temps se distribuent selon une fonction gaussienne 
lorsque l’ADN étudié conserve sa longueur apparente pendant le temps de mesure. 
(3) CALIBRATION 
Pour détecter les changements conformationnels de la molécule d’ADN lors d’une 
expérience TPM, il est nécessaire de savoir comment la longueur de la molécule affecte le 
mouvement de la particule. Une calibration précise indique également le minimum de 
changement conformationnel détectable. Pour la réalisation de la courbe de calibration, des 
molécules d’ADN de différentes tailles greffées par le même type de particule à une de leurs 
extrémités sont utilisées.  
On s’attend à ce que la courbe de calibration donnant l’Aeq en fonction de la longueur 
de contour de l’ADN correspondent à 〈𝑅2𝐷
2 〉, au diamètre de la particule près. Dans la 
pratique, on se contente généralement d’ajuster à cette courbe de calibration une droite en 
raison de la gamme restreinte des longueurs d’ADN utilisées (Mumm et al., 2006). 
(4) RESOLUTION TEMPORELLE  
Si la résolution temporelle est suffisante par rapport aux temps caractéristiques du 
processus étudié, le TPM permet d’accéder aux propriétés dynamiques de changements 
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conformationnels de la molécule d’ADN tels que la formation de boucle ou l’apparition de 
courbure (Pouget et al., 2004 ; Laurens et al., 2009).  
La résolution temporelle dépend du temps 𝑇𝑚𝑜𝑦  sur lequel est calculé Aeq. Dès lors, 
la caractérisation de la valeur optimale de 𝑇𝑚𝑜𝑦 devient cruciale (Vanzi et al., 2007 ; Manghi 
et al., 2010). D’une part, 𝑇𝑚𝑜𝑦 doit être suffisamment petit afin de permettre la mesure de très 
courts évènements et d’autre part,  il doit être assez grand pour que la particule ait eu le temps 
d’explorer tout son volume accessible. Durant 𝑇𝑚𝑜𝑦 , un nombre suffisant d’acquisitions doit 
être réalisé afin que la moyenne Aeq soit calculée sur un nombre suffisant de mesures de 
positions indépendantes les unes des autres. Si on considère que la particule suit un 
mouvement de marche aléatoire, la position doit être mesurée avec une périodicité 
∆𝑡 supérieure au temps qu’il faut à la particule pour être décorrélée de sa position initiale. Ce 
temps est appelé temps de corrélation 𝜏. Le déplacement de la particule étant de type 
brownien, les coordonnées de position de la particule au temps 𝑡 ne sont pas gardées en 
mémoire et ne régissent pas le déplacement de la particule au temps 𝑡′. En effet, si ∆𝑡 ≫ 𝜏, les 
positions enregistrées à chaque ∆𝑡 sont indépendantes. 
Ce temps de corrélation dépend généralement du complexe ADN-particule (Manghi et 
al., 2010). Pour un ADN de longueur défini L, il a été montré que la diffusion de l’extrémité 
mobile de la molécule d’ADN n’était pas affectée par la présence de particule dès lors que  
 𝑅 < 𝐿/6 
où 𝑅 est le rayon de la particule et 𝐿 la longueur de contour de l’ADN 
Des billes grandes induisent des effets de surface et des conséquences hydrodynamiques, 
entrainant des distorsions dans la diffusion de la molécule d’ADN. Pour des particules de 40 
nm de diamètres, la dynamique de la particule traduira fidèlement celle de l’extrémité de la 
pelote d’ADN uniquement (Manghi 2010) et le temps de corrélation des positions sera 
minimal. Des événements pourront alors être décelés avec une résolution temporelle qui peut 
être aussi faible que 0.1 s dans le cas d’un ADN de 800 pb avec une bille de 40 nm de 
diamètre. 
Il est à noter que si la durée pendant laquelle chaque image est acquise excède le 
temps de corrélation, l’image obtenue de la particule est comme floue et on assiste à un effet 





(5) FORCES EXERCEES SUR L’ADN EN TPM 
Lors de sa diffusion, une sphère donnée a un volume fini et de ce fait, deux sphères ne 
peuvent pas occuper le même espace en même temps. C’est l’effet du volume exclu. De la 
même façon, une particule liée à un polymère est exclue du volume proche de la surface. Il se 
crée alors une force de tiraillement verticale qui tire la bille et la molécule d’ADN vers le haut 
(Segall et al., 2006). Il convient également de noter que les résidus phosphates chargés 
négativement conduisent à des effets répulsifs entre monomères. Ces forces répulsives sont 
contrecarrées par les cations présents dans le solvant. En caractérisant l’assemblage ADN-
particule par son nombre d’excursion 𝑁𝑅 défini ci-dessous,  le mouvement de l’ADN domine 
celui de la particule lorsque :  






où 𝑅 est le rayon de la particule, 𝐿 la longueur de contour et 𝑙𝑝 est la longueur de persistance. 
Dans le cas contraire, le volume exclu dû à l’accrochage de la particule à l’extrémité de 
l’ADN a un effet identique à celui produit par une force apparente verticale repoussant la 
particule loin de la surface de la lamelle. Typiquement, pour un ADN de 2300 bp fixée à une 
particule de 300 nm de diamètre, la force apparente appliquée due au volume exclu est 
environ égale à 7 fN. 
(6) LE REPRESSEUR DE L’OPERON LACTOSE,  UN  SYSTEME 
MODELE POUR LE TPM 
L’opéron lactose permet la digestion du lactose chez certaines bactéries en produisant 
une enzyme qui transforme le lactose en glucose et en galactose : la β-galactosidase. Pour 
éviter une synthèse de l’enzyme en l’absence de lactose, le répresseur se fixe sur le promoteur 
de l’opérateur lacO et par la formation d’une boucle, empêche la transcription des gènes de 
l’opéron par l’ARN polymérase (Borowiec et al., 1987 ; Hsieh et al., 1987 ; Wilson et al., 
2007).  
Afin de comprendre l’implication de la cinétique de formation de la boucle d’ADN 
formée par le répresseur dans la régulation transcriptionnelle de l’opéron lactose, le TPM a été 
utilisé (Finzi et Gelles, 1995). Une molécule d’ADN double brins de 1151 pb contenant deux 
opérateurs lac distants de 305 pb a été utilisée. L’extrémité digoxygénine-libre de l’ADN est 
44 
 
liée à une surface de verre recouvert d’anticorps anti-digoxygénine et l’extrémité biotinylée 
est liée à une particule de polystyrène de 226 nm de diamètre recouverte d’avidine (Figure 
I24).  
L’amplitude de l’ADN mesurée est d’environ 73 nm et est représentée sous la forme 
d’une gaussienne centrée à 73 nm. Lorsque l’ADN est incubé en présence du répresseur lac, il 
apparaît une seconde gaussienne centrée à 48 nm compatible avec le bouclage de la molécule 
d’ADN. Cependant, en présence de protéines, aucun bouclage n’a été décelé sur l’ADN 
contrôle ne comportant qu’un seul opérateur ainsi que sur l’ADN portant deux opérateurs en 
présence d’inhibiteur de formation de boucle. L’analyse des transitions entre l’état bouclé et 
non bouclé montre que la fréquence de transition entre ses deux états est dépendante de la 
concentration en protéines. De plus, les auteurs montrent que contrairement à l’ADN à l’état 
bouclé, l’ADN à l’état non-bouclé est une somme de plusieurs états intermédiaires de l’ADN.   
La formation de boucle d’ADN induite par la fixation de protéines sur deux sites 
distincts est un mécanisme fondamental de régulation d’expression génique. L’exemple du 
bouclage induit par la fixation du répresseur lactose sur deux sites opérateurs lacO lors de la 
régulation de l’opéron lactose montre que le TPM est un outil de choix pour la compréhension 
des mécanismes moléculaires impliquant le bouclage de l’ADN. 
Nous nous intéressons à la compréhension du mécanisme de recombinaison XerCD-
dif. Les recombinases XerC et XerD se fixent spécifiquement sur les sites dif et catalysent un 
évènement de coupure et d’échange de brins après interaction de XerD avec la translocase 
FtsK pour résoudre les dimères de chromosomes. Quelles sont les approches molécules 
uniques disponibles permettant d’étudier les mécanismes moléculaires mis en jeu par le 
système Xer-FtsK ? 
b) ETUDE DE LA RECOMBINAISON PAR TPM ET VARIANTE 
Les recombinases à tyrosine sont impliquées dans divers processus biologiques. 
Contrairement aux recombinases à sérine, elles catalysent des évènements de recombinaison 
génétique par coupure successives des différentes paires de brins à travers un intermédiaire 
appelée jonction de Holliday (Cf Chapitre I.A.1).  
(1) ETUDE DE LA RECOMBINAISON INDUITE PAR LAMBDA INT  
L’intégrase du bactériophage λ catalyse l’intégration du bactériophage dans le 
chromosome d’E. coli ainsi que son excision. La formation d’un complexe synaptique apte à 
la recombinaison requiert des séquences et protéines accessoires qui courbent l’ADN (Cf 
Chapitre I.A.1.a). L’intégration est catalysée entre les sites attP du phage et attB de la 








Figure I26 : Détection de la formation de synapse Cre-loxP par FRET 
En vert et en violet sont représentés les couples de recombinases Cre fixés sur les sites loxP. La 
formation de la synpase Cre-loxP rapproche les deux duplex d’ADN et s’accompagne d’un transfert de 
fluorescence entre les fluorophore donneur et accepteur de fluorescence greffés aux duplex ADN. 




bactérie. Les sites ainsi recombinés génèrent deux autres sites appelés attL et attR. Lors de la 
réaction d’excision, ce sont ces derniers qui recombinent entre eux pour régénérer les sites 
attP et attB. Cependant, la réaction d’excision n’est pas simplement l’inverse de la réaction 
d’intégration. Les deux réactions emploient des protéines accessoires différentes. En effet, 
contrairement à la réaction d’intégration, la réaction d’excision nécessite en plus de la 
protéine accessoire IHF et de l’intégrase λInt, la protéine accessoire Xis.  
Afin d’étudier l’assemblage de la synapse lors de la réaction d’excision et élucider les 
différents intermédiaires réactionnels, le TPM a été utilisé (Mumm et al., 2006). Les auteurs 
montrent que l’incubation d’une molécule d’ADN contenant un site attL ou attR avec λInt, 
IHF et Xis entraine très rapidement une réduction de la taille de l’ADN compatible avec une 
courbure au sein du complexe nucléoprotéique. Ces résultats sont confirmés par l’absence de 
réduction de taille de la même molécule mais ne contenant pas de site de recombinaison 
(Figure I25A). La liaison de λInt avec le site attL ou attR n’implique pas de liaisons 
covalentes puisque l’ajout de SDS défait le complexe nucléoprotéique et permet le retour à 
l’amplitude initiale de la molécule d’ADN. Les auteurs montrent également que la synapse de 
recombinaison formée entre les sites attL et attR par Int en présence de Xis et IHF passe par la 
formation d’un complexe présynaptique dans lequel seules Xis et IHF interviennent en 
courbant l’ADN (Figure I25B). De plus, une fois la synapse formée, les deux sites attL et attR 
sont recombinés puisque l’ajout de SDS ne permet pas le retour à l’amplitude initiale de la 
molécule d’ADN.   
(2) ETUDE DE LA RECOMBINASE CRE PAR TPM ET TFM 
Comme exemple d’utilisation de la microscopie à fluorescence, nous pouvons citer 
l’étude des différents états intermédiaires lors de la réaction de recombinaison Cre/loxP par 
TFM (Tethered Fluorophore Motion) (Pinkney et al., 2012).  
La recombinase Cre est une recombinase à tyrosine du bactériophage P1 qui catalyse 
un évènement de recombinaison sur un site loxP de 34 pb afin d’assurer une maintenance 
stable du phage au sein de la bactérie. A l’instar de toutes les recombinases à tyrosine, elle 
forme un complexe synaptique avec loxP dans lequel une paire de brins est échangée pour 
conduire à la formation d’une jonction de Holliday. La jonction de Holliday s’isomérise afin 
de permettre l’échange de la seconde paire de brins (Cf Chapitre I.A.1.a.b).  
L’étude réalisée en TPM par (Fan, 2012) sur le système Cre/loxP, a permis d’étudier la 
progression de la réaction de recombinaison et de révéler le comportement des différents 
complexes nucléoprotéiques. Cependant, elle n’a pas permis de corréler les données obtenues 
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à des changements structuraux de la synapse de recombinaison. C’est ainsi que d’autres 
auteurs (Pinkney et al., 2012) ont abordé la question en utilisant le TFM qui est une version 
du TPM où la particule est remplacée par un fluorophore. Cette technique a été couplée à la 
technique de FRET (Förster Resonance Energy Transfer). Le FRET est une technique qui 
permet un transfert de fluorescence entre deux fluorophores lorsqu’ils sont séparés par une 
distance comprise entre 2 et 10 nm (Stryer et Haugland, 1967). En effet, les auteurs ont utilisé 
un substrat ADN contenant deux sites loxP en répétition directe, avec le brin « bottom » (ou 
brin du bas) de l’un des duplex d’ADN et le brin « top » (ou brin du haut) de l’autre duplex 
greffée à un fluorophore  au niveau de leur extrémité en 5’; l’un donneur et l’autre accepteur 
de fluorescence. De ce fait, une formation d’une synapse entre les sites loxP aura pour effet de 
diminuer la distance entre les fluorophores et de permettre un transfert de fluorescence 
(Figures I26).  
Les résultats montrent que la formation d’une synapse entre Cre et loxP avec le brin 
« bottom » actif (BBA) pour la première coupure est plus favorable d’un facteur 8 que la 
formation d’une synapse avec le brin « top » actif (BTA) pour la première coupure. La 
formation d’une synapse BBA se fait avec un signal de FRET très élevé. Après l’échange de 
la paire de brins « bottom », il y a formation d’une jonction de Holliday, puis l’échange du 
brin « top » et enfin la dissociation du complexe nucléoprotéique. Les données montrent 
également que ~20 % des synapses formées sont non-productives en recombinaison du fait 
que les complexes formés se dissocient après un signal transitoire de FRET. L’analyse de ces 
complexes non-productifs révèle qu’ils sont divisés en deux groupes. Le premier groupe est 
caractérisé par une distance interfluorophore de ~64 Å. Cette distance corrèle avec celle 
retrouvée dans le co-cristal Cre/loxP-(BBA). Le second groupe, quant à elle, correspond aux 





















II. OBJECTIF DE LA THESE 
Les recombinases à tyrosine sont bien connues pour catalyser des évènements de 
recombinaison spécifique de sites. Chez les bactéries, elles sont impliquées dans l’intégration, 
l’excision et l’inversion de segments d’ADN. XerC et XerD sont des recombinases à tyrosine 
très conservées qui agissent spécifiquement sur le site dif localisé dans la région ter du 
chromosome bactérien. La recombinaison XerCD-dif résout les dimères de chromosomes en 
monomères avant la ségrégation chromosomique. La directionnalité de la réaction de 
recombinaison est finement régulée par la translocase FtsK appartenant à la famille des 
AAA+. Cependant, la façon dont se déroule cette régulation par FtsK n’est pas bien connue. 
Une des limites de la compréhension du mécanisme de recombinaison spécifique de site est le 
manque d’approches expérimentales permettant de mesurer de façon quantitative les 
conditions pour une formation optimale de la synapse. Une seconde limite réside dans le 
manque de modèles structuraux représentant l’étape initiale de la réaction de recombinaison. 
Les structures cristallographiques du complexe synaptique modèle Cre avec un site loxP 
modifié (Guo et al., 1999 ; Ennifar et al., 2003) ont permis une grande avancée dans la 
compréhension de la configuration des différentes entités à l’intérieur de la synapse, mais 
elles n’apportent pas toutes les réponses aux questions posées. De plus, la particularité du 
système XerCD-dif réside dans le fait qu’il utilise deux paires de recombinases différentes. Il 
a été proposé qu’en l’absence de FtsK, XerC catalyse un premier échange de brins tandis 
qu’en sa présence, c’est XerD qui assure le premier clivage à travers une interaction avec le 
sous-domaine FtsKγ (Aussel et al., 2002 ; Yates et al., 2006). Sur les bases de la structure 
cristallographique de Cre, il semble que l’activation ou l’inactivation des couples de 
recombinases XerC ou XerD dépende de la configuration du complexe synaptique. 
Cependant, à ce jour, l’utilisation des méthodes classiques n’a pas permis de mettre en 
évidence la synapse XerCD-dif. De ce fait, plusieurs questions restent en suspens, notamment 
sur le contrôle de la réaction. L’activité catalytique des recombinases XerCD est-elle 
impliquée dans cette formation de synapse ? La translocase FtsK responsable de l’activation 
de la recombinaison XerCD-dif, est-elle requise pour la formation de synapse également ? 
D’après le modèle de Cre-loxP sur le contrôle de la réaction, des courbures au sein de la 
synapse seraient responsables de l’activation/inactivation des recombinases. Quelle est la 
capacité des recombinases XerC et XerD à courber l’ADN ? De plus, FtsK appartient à la 
famille des AAA+ connue pour remodeler leur substrat. Si elle n’est pas impliquée dans la 
formation de synapse, est-ce que son interaction avec XerD entraine un changement de 
configuration du complexe synaptique permettant une première coupure par XerD ?  
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Nous répondrons à ces questions en tentant de mettre en évidence la synapse XerCD-
dif et d’étudier la dynamique de son assemblage par une approche molécule unique : le 





































Le manuscrit de la publication illustrant ce chapitre est inclus dans les pages suivantes. Ce 
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Circular chromosomes can form dimers during replication and failure to resolve those 
into monomers prevents chromosome segregation, which leads to cell death. Dimer 
resolution is catalysed by a highly conserved site-specific recombination system, 
called XerCD-dif in Escherichia coli. Recombination is activated by the DNA 
translocase FtsK, which is associated with the division septum, and is thought to 
contribute to the assembly of the XerCD-dif synapse. In our study, direct observation 
of the assembly of the XerCD-dif synapse, which had previously eluded other 
methods, was made possible by the use of Tethered Particle Motion (TPM), a single 
molecule approach. We show that XerC, XerD and two dif sites suffice for the 
assembly of XerCD-dif synapses in absence of FtsK, but lead to inactive XerCD-dif 
synapses. We also show that the presence of the γ domain of FtsK increases the rate 
of synapse formation and convert them into active synapses where recombination 
occurs. Our results represent the first direct observation of the formation of the 
XerCD-dif recombination synapse and its activation by FtsK. 
 
Introduction 
In most Bacteria and Archaea, genetic information is found on circular chromosomes 
that, after replication, can form dimers by homologous recombination. In Escherichia 
coli, conversion of chromosomes into dimers occurs on average once every six 
generations (1). As a consequence, the two sister chromosomes that constitute this 
dimer cannot be segregated to daughter cells unless the dimer is turned back into 
monomers. Failure to resolve chromosome dimers leads to defects in chromosome 
segregation and subsequent cell death (2). Resolution of dimeric chromosomes 
(CDR) is performed by the XerCD-dif site-specific recombination system. The 
importance of this function for faithful chromosome segregation explains its high 
conservation and the Xer system is now considered as one of the most conserved 
structural feature of circular chromosomes in Bacteria and Archaea (3, 4). 
In E. coli, XerC and XerD act jointly to recombine two copies of the dif site located in 
the replication termination region (ter) of the chromosome (Fig. 1A-B). Although 
limited structural data are available for these proteins, several related tyrosine 
recombinase proteins (YR) such as Cre, λint or Flp have been crystalized alone or 
bound to DNA, allowing to derive a general model for this enzyme family (5). The 
































































XerCD-dif recombination process is sketched in figure 1A-B as it is hypothesized to 
occur today. The dif site is composed of two protein-binding arms, dif XerC and dif XerD, 
separated by a central region, dif cent. XerC and XerD respectively bind specifically to 
dif XerC and dif XerD (6). It is proposed that two XerCD-dif complexes then interact to 
form the XerCD-dif synapse. Within this synapse, only one type of recombinase, 
either XerC or XerD, is expected to be active and each of the two units of that 
recombinase cuts the DNA strand at the dif site to which it is bound (7). This 
nucleophilic attack of DNA, mediated by a conserved tyrosine residue, forms a 
covalent link between the recombinase and the dif site. The second step of the 
reaction is a strand exchange between the two dif copies in the central region 
followed by ligation, which creates a Holliday junction (HJ1). This intermediate 
isomerizes into a second one (HJ2), thereby activates the second pair of 
recombinases, which cut and exchange the second pair of strands, finishing the 
recombination reaction (8). In this process, the two pairs of recombinases are 
sequentially activated to catalys  the exchange of the two DNA strands. Therefore, 
the selection of the first active pair of recombinases controls the reaction (8). It has 
been proposed that, within the XerCD-dif synapse, XerC is the one initially active 
whilst XerD is initially inactive. As a consequence, the reaction is blocked at the HJ1 
and thus tends to be reversible, without recombination (9). In order to catalyse a 
complete recombination process, XerD must be activated. This activation is part of a 
cell cycle checkpoint that is achieved by FtsK, a division septum-associated DNA 
translocase, which is essential for cell division (10–12). The amino-terminal part of 
FtsK is composed of transmembrane helices that anchor the protein in the membrane 
and of a linker that interacts with other proteins of the division septum (13, 14). The 
translocase activity of FtsK is contained in its carboxy-terminal part, which is 
composed of three sub-domains: α, β and γ (15).  The “motor” part of this 
translocase, constituted by the α and β subdomains, is related to the large AAA+ 
ATPase family, known to hydrolyse ATP for multiple purposes including DNA 
translocation but also substrate remodelling (for reviews: 15–17). The γ domain is the 
“driver” of the translocase activity. By recognizing KOPS sequences, which are 
oriented toward dif on each chromosome replichores, the γ domain imposes the 
direction of DNA translocation toward dif (19–23). Upon reaching the dif site, the 
γ domain activates XerCD-dif recombination through a specific contact with the 
































































carboxy-terminal part of XerD (10, 24–27). A current hypothesis proposes that FtsK 
could be involved in the formation of the XerCD-dif synapse and its remodelling into a 
“XerD-active” conformation in which XerC is made inactive and XerD is ready to be 
activated by contact with the γ domain (9, 27).  
Although this model highlights the role of the assembly of the XerCD-dif synapse for 
the control of the reaction, it remains speculative since synaptic complexes have not 
been observed to date. The well-established Electrophoretic Mobility Shift Assay 
(EMSA) has allowed the description of synapses formed with some YR other than 
XerCD (28, 29), and of complexes related to XerCD-dif but not of XerCD-dif 
synapses suggesting that those are not stable enough to be detected in EMSA gels 
(6). For the Cre-loxP system, EMSA and structural analysis have shown that 
synapses are preferentially assembled in an antiparallel structure including a bending 
of the loxP site as a key control of the recombinase activation (30, 31). Atomic Force 
Microscopy enabled the visualisation of synapses of the λint-att, Cre-loxP and Flp-
FRT systems and confirmed the bending of DNA within these complexes (32, 33). 
More recently, synapse formation and recombination catalysed by these same three 
recombinases were all examined by single molecule techniques based on tethered 
DNA molecules (34–37). These studies showed that productive and unproductive 
synapses are formed and that the rate-limiting steps of the reaction are synapse 
assembly together with complex dissociation after recombination. Overall these data 
strengthen the idea of synapse assembly being a crucial step in the control of YR’s 
catalysed site-specific DNA recombination. 
Here we report the characterization of the XerCD-dif synapse by using a single 
molecule approach, Tethered Particle Motion (TPM). This method has previously 
been fruitful in studying the synaptic assembly of λint-att and Cre-loxP (34, 35, 37). 
This force-free experimental approach allows monitoring of individual events 
occurring simultaneously on several DNA molecules. We show that the synapse can 
be assembled without FtsK. The minimal requirement for the synapse assembly is 
XerC, XerD and two dif sites. This XerCD-dif synapse, however, appears to be 
inactive for strand exchange unless the γ domain of FtsK is also present. Kinetic 
analyses showed that the presence of the γ domain increases the rate of XerCD-dif 
synapse assembly and increases its stability. These results allow us to discuss the 
current XerCD-dif recombination model. 

































































Materials and methods 
 
Protein and DNA 
xerC, xerCYF, xerD, xerDYF genes (Genescript) are cloned into pet32b plasmid 
(pROUT06, pROUT16, pROUT07 and pROUT15 respectively) under pT7. Proteins 
production was performed in BL21-DE3 strain (LB, 37°C to OD600=0.6). After 42°C 
heat chock for 10 min., cultures were transferred to 16°C and induced with 0.1 mM 
IPTG for at least 2h. Lysis was performed in buffer-A (50mM Tris pH=8; 300mM 
NaCl; 10% glycerol) complemented with 0.05 mg lysozyme and protease inhibitor 
cocktail (ROCHE®) for 30 minutes on ice. After centrifugation (1h at 27.000g), the 
soluble fraction was submitted to chromatography on nickel-sepharose (1 ml His-trap 
column; GE®) using a 10mM-500mM imidazole gradient in buffer-A. Eluted tagged-
Xer proteins were then further purified by a chromatography on heparin (1 ml Hep-
Trap, column; GE®) using a 300 mM-1500 mM NaCl gradient in buffer-B (50 mM Tris 
pH=8; 300 mM NaCl; 10% glycerol, 1mM DTT; 1mM EDTA). Eluted proteins were 
then submitted to size exclusion chromatography (HiLoad 16/60 Superdex 200, 
GE®). After concentration (Vivaspin®), proteins were dialyzed against buffer-S (50 
mM Tris pH=8; 500 mM NaCl; 20% glycerol, 1mM DTT; 1mM EDTA), tested for 
aggregation by a Dynamic Light Scattering device (Dynapro) and stored as individual 
aliquots at - 80°C. XerCγ and XerDγ were purified using the same procedure but 
produced from pBAD plasmids kindly provided by Sherratt’s lab. The purified Cre 
protein was purchased from NEB®. 
DNA molecules used in TPM were produced by PCR on pFX346 and pFX347 
plasmids that Barre’s lab kindly provided to us. Modified oligonucleotides, carrying 
the tags at the 5’ end, were Biot-OCD1 (CATTGCTACAGGCATCGTGG); Dig-OCD2 
(TATTCAGGCGTAGCACCAGG); Biot-OCD3-Rev (CGGCGTCAATACGGGAT) and 
Dig-OCD4 (CAGTGAGCGCAACGCAATTAA) (Sigma-Aldrich). PCR products were 
separated by electrophoresis on 1% low-melting agarose gels and purified as 




Microscope slides and coverslips passivation 
































































Slides (RS-France) and coverslips (24x36 mm2 thickness n°1) (Menzel-Gläser) were 
immerged into a sulfochromic acid solution for 20 min, extensively rinsed with 
deionized water and dried under a nitrogen flow. The cleaned glasses were thiolated 
by an overnight incubation at room temperature in a methanol mixture [91% methanol 
(VWR-Prolabo), 4 % MilliQ H2O, 4% (3-mercaptopropyl) trimethoxysilane (Sigma-
Aldrich) and 1% acetic acid (VWR-Prolabo)]. After treatment, they were rinsed with 
methanol and isopropanol and dried under a nitrogen flow. Silanized glasses were 
incubated for 3 h at room temperature with a polyethylene glycol (PEG) mixture. 
Slides were treated with PEG-maleimide (Fluka-Biochemika) (1:1) whereas 
coverslips were treated with PEG-maleimide and PEG-maleimide-biotin (Nanocs) at 
a ratio of 10:1. After passivation, glasses were washed extensively with deonized 
water, dried under a nitrogen flow and stored within a silica gel-containing desiccator 
for further use. 
 
Formation of the DNA-bead complexes 
The beads were functionalized with anti-DIG as described in Plenat et al. (39). DNA 
molecules and beads at an equimolar concentration of 40 pM were mixed for 1 h at 
room temperature in the PBB buffer composed of a phosphate buffer (1mM KH2PO4, 
3 mM Na2HPO4, 150 mM NaCl, pH 7.4, Euromedex, France), BSA (1 mg/ml, Sigma-
Aldrich) and Pluronic F-127 (1 mg/ml, Sigma-Aldrich). 
 
Assembly of the fluidic observation chamber for TPM experiments 
A 0.5 mm-thick adhesive spacer (Grace Bio Labs) was cut to dimensions fitting to the 
coverslip, to obtain a 20 mm-long and 3 mm-wide channel in the middle and used to 
stick the coverslip to a microscope slide into which two holes spaced by 20 mm were 
previously drilled. The flow cell was first rinsed with PBB buffer, then with PBB 
supplemented with 20 µg/ml neutravidin.  
After 20 min of incubation, the flow cell was rinsed with the PBB buffer. DNA–bead 
complexes were then incubated for 1 h in the passivated flow cell. The flow cell was 
rinsed extensively with the protein buffer PBP (20 mM Tris pH8, 50 mM NaCl, 1 mM 
DTT, 1 mM MgCl2, BSA (0.1 mg/ml, Sigma-Aldrich), Pluronic F-127 (1 mg/ml, Sigma-
Aldrich) before starting the observations. 
 
































































Single particle tracking and calculation of the amplitude of motion of the 
particles 
The tethered beads of 300 nm diameter were visualized at 21 ± 1°C by using a dark-
field microscope (Axiovert 200, Zeiss) equipped with a x32 objective and an 
additional x1.6 magnification lens, on a CMOS camera Falcon 1.4M100 (pixel size: 
7.4 µm, Dalsa) at a recording frequency of 25 Hz.  
The acquisitions were all performed continuously on the same field of view for 25 
minutes or more. For all samples, the initial step of 1 minute corresponds to the 
tracking of the DNA-bead complexes in the presence of the buffer PBP only. It is 
followed by a single injection of the desired protein mix whose effect on the DNA-
bead complexes is analysed between the 3rd and the 20th minute. It is then followed 
by the injection of PBB complemented with SDS 0.1%. The concentration of proteins 
in the mixes ranged between 40 to 80 nM for each recombinase.  For each protein 
preparation, we performed preliminary experiments and used the maximal 
concentration that did not result unspecific binding events leading to extremely low 
value of Aeq such as described by Laurens et al. (40). 
The software developed by Magellium (France) tracks all the visible beads in the dark 
field and computes their amplitudes of motion including corrections for experimental 
drift. The detailed calculations of the amplitude of motion of the beads can be found 
in (41). 
 
Three criteria of validity of the DNA-bead complexes are defined. The first one 
concerns the symmetry of the trajectories (41). The second one excludes any trace 
containing a single Aeq inferior to 1 nm that usually indicates a positioning problem. 
The third one discards trajectories with Aeq inferior to 100 nm on more than 10% of 
the experiment duration, which may be attributed to unspecific binding. The validity of 
the DNA-particles complexes was established during the incubation with the proteins. 
After the injection of SDS, some of the complexes detached from the coverslips or 
were immobilized, which led to a decrease in the percentage of DNA-particle still 
under examination after the injection of SDS. 
The probability distributions of Aeq were fitted by one or two Gaussians using the 
Prism software (Graphpad, La Jolla USA). Standard errors on the centres of these 
Gaussians were given by the fit procedure.  
































































The kinetics analysis of the TPM traces were carried out using the simple threshold 
method, with averaging over 2 s frames (periods shorter than 3 s were discarded 
(34). The formation and dissociation rates were obtained by fitting the histograms of 
the duration of the unsynapsed and synapsed states with a monoexponential 





TPM experimental setup to study XerCD-dif synapsis 
For the TPM technique, we relied on tracking 300 nm diameter-sized particles 
attached at one end of the DNA molecules while the other extremity of these 
molecules is immobilized on a passivated coverslip (Fig. 1C and M&M). The 2D 
projection of the bead displacement relative to the anchoring point of the DNA 
molecule can be characterized over time by its mean-square radius, noted Aeq for 
amplitude of motion at equilibrium. Aeq directly depends on the apparent length of 
the monitored DNA (Fig. S1), such that changes as small as 100 bp can be 
discriminated (41, 39, 42). In order to track the formation of a synapse between two 
dif sites, we constructed two DNA molecules, containing either one dif site (DNA-dif1, 
2255 bp) or two dif sites (DNA-dif2, 2271 bp, Fig. 1E and M&M). Those two dif sites 
were separated by 1074 bp, a distance large enough to unambiguously detect 
apparent shortening of the DNA due to synapse formation (Fig. 1D). We constructed 
and purified tagged version of the Xer proteins. We checked that their DNA-binding 
and recombination activities were not altered by the presence of the tag (Fig. S2). 
 
XerCD-dif synapse formation 
The formation of a synapse between the dif sites on the DNA-dif2 molecule should 
decrease the apparent length of the DNA molecule by roughly the length separating 
the two dif sites and lead to a reduction of about 90 nm according to our calibration 
curve (Fig. S1). We measured the Aeq of 38 DNA-dif2 molecules before and after the 
addition of proteins. In all experiments, beads were tracked for 19 minutes. We then 
constructed histograms of their Aeq displayed as a probability density graph (Fig. 
2A). In the absence of protein, based on the calibration curve, we expected a 
theoretical Aeq (Aeqtheo) of 259.2 ± 18.5 nm, (Fig. S1) and we observed a single peak 
































































centred on 233.8 ± 0.1 nm (mean ± se as described in M&M, Fig. 2A; black 
histograms, N=38). This difference of 25 nm between experimental Aeq (Aeqexp) and 
Aeqtheo was observed in all experiments. We hypothesize that this could be due to 
sequence-dependent structural properties of this DNA molecule such as an intrinsic 
DNA curvature. 
In the presence of XerC and XerD, a nucleoprotein complex was expected to form on 
the DNA molecule and assemble the two distant dif sites into the XerCD-dif synapse. 
The XerCD-dif synapse-containing DNA molecule would then resemble a DNA 
molecule deleted of 1102 bp (28 bp corresponding to one dif site + 1074pb 
corresponding to the intervening fragment between the two dif sites; Fig. 1E) and 
should thus behave as a DNA molecule measuring only 1169 bp. The Aeqtheo for this 
length of DNA is 165.1 ± 12.5 nm (Fig. S1), but if we consider that the synapsed DNA 
molecule may be shortened by sequence-dependent properties similarly to the 
protein-free molecule, the DNA molecules containing XerCD-dif synapses should 
exhibit an Aeq lying between 140 and 165 nm. Recombined or HJ-containing 
molecules should also exhibit an Aeq lying between 140 and 165 nm. After injection 
of a mix of XerC and XerD on the previously observed DNA molecules, we observed 
two peaks on the Aeq distribution graph (Fig. 2A; white bars). The first peak was 
centred on 158.0 ± 0.4 nm (22% of the density probability; Fig. 2A, noted by *), 
compatible with XerCD-dif synapse formation. The second peak was centred on 
222.7 nm ± 0.1 nm (79% of the density probability), which represents a sizeable 
reduction of about 10 nm compared to the Aeq measured for protein-free DNA 
molecules. Whilst this difference is clearly too small to reflect synapse formation, it 
may rather correspond to other protein-induced structural changes of DNA-dif2. 
As a control for the detection of a XerCD-dif synapse, we performed the same 
experiment with DNA-dif1 molecules, which contain only one dif site. In the absence 
of proteins, we observed a single peak centred on 231.7 ± 0.1 nm (N=179), which is 
a good match to that measured for DNA-dif2. After addition of a mix of XerC and 
XerD proteins, we still observed a single peak centred on 226.0 ± 0.1 nm (N=179) 
(Fig. 2B). This 5 nm reduction observed after injection of XerCD on DNA-dif1 
corresponds to half the value of the reduction observed after addition of XerCD on 
DNA-dif2 on the second peak. These small Aeq reductions are very likely due to the 
sole binding of XerC and/or XerD to one or two dif sites. In contrast, the large Aeq 
































































reductions, which are seen for DNA-dif2 but not DNA-dif1, can be attributed to 
synapse formation.   
We next asked if XerC and XerD are both required for synapse formation. We 
repeated TPM experiments using DNA-dif2 incubated with either XerC or XerD (Fig. 
2C and 2D). In the absence of protein, the measured Aeqs were in good agreement 
with the previous experiment (XerC experiment: 231.5 ± 0.1 nm; N=118 and XerD 
experiment: 232.1 ± 0.1 nm; N=117). After XerC addition, we did not observe a 
significant change of the Aeq (230.0 ± 0.1 nm; N=118; Fig. 2C). When XerD was 
added, we also observed a single peak, but showing a 12 nm reduction of the Aeq 
compared to the protein-free DNA (220.8 ± 0.1 nm; N=117; Fig. 2D). Again, this 
reduction was too small to reflect synapse formation and may rather correspond to 
protein-induced structural changes of the DNA. We concluded that neither XerC nor 
XerD alone are able to provoke the important Aeq reduction, which probably 
corresponds to XerCD-dif synapses. 
The important reduction of Aeq observed following the incubation of DNA-dif2 
molecules with a mix of XerC and X rD might be due either to XerCD-dif synapses or 
to XerCD-catalysed strand exchange between the two dif sites (Fig. 1B). To decipher 
between these two possibilities, we constructed some catalysis-defective variants of 
XerC and XerD. To do so, we mutated the xerC and xerD genes in order to change 
catalytic tyrosines (Y275 for XerC and Y279 for XerD) to phenylalanines (F275 for 
XerC and F279 for XerD). The modified proteins, XerCYF and XerDYF, were purified 
following the same procedure as for the wild type proteins (M&M). We then repeated 
the TPM experiments with DNA-dif2 incubated with a mix of XerCYF and XerDYF (Fig. 
2E). In the absence of proteins, we observed a single peak centred on 230.6 ± 0.1 
nm (N=42). After injection of the XerCYFDYF mix, two peaks were measured: one 
centred on 225.6 ± 1.8 (87% of the probability density) and the other centred on 
198.2 ± 58.9 (12% of the probability density). This Aeq reduction (about 30 nm) was 
too large to only correspond to protein-induced structural changes of the DNA and 
may rather reflect synapse formation. This suggests that XerCYF and XerDYF are 
capable of forming the XerCYFDYF-dif synapses, albeit much less efficiently compared 
to unmodified proteins. Catalysis does not seem to be required for synapse 
formation. 
From the above data, we conclude that the important reduction of Aeq observed is 
due to the formation of the XerCD-dif synapse. It follows that synaptic complex 
































































formation requires XerC, XerD and two dif sites but can form in the absence of other 
factors such as FtsK. 
 
 
XerCD-dif synapses are inactive 
To explore if strand exchange occurred in the XerCD-dif synapses, we tested if the 
complexes formed between XerC, XerD and two dif sites could be disassembled 
using detergent. Indeed, because it breaks non-covalent interactions in DNA-protein 
complexes, SDS addition (0.1 % final concentration) should allow us to discriminate 
synapses based only on non-covalent interactions from those containing at least one 
strand exchange (Fig. 2B).  
To this end, we analysed individual particle traces by plotting Aeq as a function of 
time for all the particles in an experiment in which DNA-dif2 was incubated with a 
XerCD mix. On figure 3A, a typical trace observed for a DNA molecule remaining 
unsynapsed is presented: the Aeq stayed unchanged after protein addition (noted by 
*). Figure 3B shows a typical trace observed for a DNA molecule showing XerCD-dif 
synapse formation. Aeq was reduced by about 65 nm after addition of the XerCD mix 
(noted by *). On the 62 molecules recorded, 12 (19%) exhibited this strong Aeq 
reduction. This Aeq reduction was, however, not caused by strand exchange in the 
XerCD-dif synapse since addition of SDS in the reaction (noted by **) restored an 
Aeq comparable to that of an unsynapsed DNA. Histograms of the Aeq measured for 
62 DNA molecules before and after SDS addition show that all complexes attributed 
to synapses were disassembled by the SDS treatment (Fig. 3C-E). In this 
experiment, the peak corresponding to unsynapsed-DNA was centred on 229.4 ± 0.1 
nm (94% of the probability density) and the peak corresponding to synapsed-DNA 
was centred on 166.8 ± 0.3 nm (5% of the probability density corresponding to 12 
DNA molecules). After the injection of SDS, only one peak was observed centred on 
232.7 ± 0.2 nm. This shows that strand exchange either does not occur within 
XerCD-dif synpases formed in our TPM setup or rapidly reverse upon SDS 
challenging.  
To control that recombination would effectively lead to a SDS resistant Aeq reduction, 
we performed TPM experiments using Cre and a DNA fragment containing loxP 
sites. Unlike XerCD-dif, Cre-loxP recombination only needs Cre and two loxP sites 
and has been shown to occur in similar assays (35–37). The DNA-dif2 molecule we 
































































used also contains two directly repeated loxP sites separated by 1068 bp (loxP sites 
are 34 bp long and are present 11 bp before each dif sites on DNA-dif2). Thus, 
similarly to XerCD-dif, a Cre-recombined DNA-dif2 molecule should show an 1102 bp 
deletion and behave as an 1169 bp DNA molecule. We expected that such a 
recombined molecules show Aeq between 140 and 165 nm. On figure 4A, a typical 
trace observed for an unaffected DNA molecule is presented. The Aeq stayed 
unchanged even after protein addition (noted by *), and after addition of SDS in the 
reaction (noted by **). Figure 4B shows a clear Aeq reduction following Cre addition. 
On this example, the Aeq reduction is reversible since addition of SDS in the reaction 
restored an Aeq similar to unaffected DNA. This suggests that, in this case, the two 
loxP sites were synapsed but recombination did not occur. On figure 4C, however, 
the Aeq reduction that followed protein addition was resistant to SDS challenging, 
confirming that DNA strand exchange indeed occurred within this Cre-loxP synapse 
and that we can detect such an event with our experimental procedure. Among the 
115 DNA traces recorded in that experiment, 47 showed synapsis and 2 of those 
exhibited resistance to SDS suggesting strand exchange. 
Taken together, these results show that no strand exchange could be observed in a 
XerCD-dif synapse. This is consistent with XerD being inactive in the absence of 
FtsK (9). However in the absence of FtsK, reversible HJ1 formation should be 
possible by XerC catalysis (Fig. 1B). The fact that we did not observe such HJ1 
suggests that they are not formed or that the SDS challenging occurs in a timescale 
that allows the HJ1 to reverse before synapse denaturation. 
 
XerCD-dif synapses are productive in the presence of the γ-domain of FtsK  
The results obtained with Cre support the idea that the inactivity of the XerCD-dif 
synapses we observed may be due to a lack of activation by FtsK. To test this, we 
used chimeric XerCγ  and  XerDγ  proteins, consisting of the fusion of the γ domain of 
FtsK on either XerC or XerD. XerCγ and XerDγ  have been recently reported as being 
competent for the activation of XerCD-dif recombination (27).  
We purified XerCγ and XerDγ  and used them in our TPM setup with DNA-dif2. For 10 
of the 123 DNA molecules observed, the Aeq reduction, which followed injection of 
the XerCγDγ mix was found to be resistant to SDS challenge, strongly suggesting 
that strand exchange had occurred (Fig. 5A-C). Histograms of the Aeq recorded 
































































show that the peak corresponding to unsynapsed-DNA was centred on 221.0 ± 0.2 
nm (69% of the probability density) and that the peak corresponding to synapsed-
DNA molecule was centred on 154.6 ± 0.2 nm (29% of the probability density 
corresponding to 70 DNA molecules, Fig. 5 D-E). We concluded that XerCγ and 
XerDγ  form XerCγDγ-dif synapses comparable to the XerCD-dif synapses. After the 
injection of SDS, signal became noisier because some DNA-bead complexes 
disappeared, and others transiently and unspecifically bound to the surface (Fig. 5C). 
Despite this noise, however, one peak was still clearly detectable, centred on 218.0 ± 
0.3 nm (35% of the probability density) whereas a broad shoulder was spread out 
around 160.3 ± 8.1 nm (Fig. 5F, noted by SES, 15% of the probability density). This 
population corresponds to the 10 molecules that showed SDS-resistant Aeq 
reduction (Fig. 5C) and, since a similar population was not recorded with the mix of 
unmodified XerC + XerD (Fig. 3E), we conclude that these molecules have most 
probably undergone at least one XerCD mediated strand exchange.  
 
The γ-domain of FtsK increases the rate of XerCD-dif synapse assembly 
Interaction of XerCD, XerCγDγ or XerCYFDYF with DNA-dif2 molecules fluctuated 
between synapsed and unsynapsed states (Fig. S3). The kinetics of these transitions 
were analysed by measuring the dwell time in these two states on recorded traces. In 
the three conditions, the histograms of the dwell time could be fitted by single 
exponential functions characteristics of a first order mechanism (Fig. 6A-C). 
The rates of formation of the looped states (34) were found equal to (2.2 ± 0.3) x 10-2 
s-1 (R2=0.937, N=100) in the presence of XerCD, (4.9 ± 0.4) x 10-2 s-1 (R2=0.934, 
N=123) in the presence of XerCγDγ and (2.8 ± 0.2) x 10-2 s-1 (R2=0.989, N=42) in the 
presence of XerCYFDYF (Fig. 6D). The measured rates for XerCD and its catalytic 
mutants are altogether quite similar to one another, suggesting that modification of 
the catalytic state of XerCD has little impact on synapse formation. In contrast, the 
rate measured in presence of the γ domain (XerCγ and XerDγ) is two times higher 
than the two other ones. This could explain that  21% of the DNA molecules were 
synapsed immediately after the injection of the XerCγDγ mix (Fig S3), whilst this only 
happened for 5 to 8% of the molecules in the case of XerCD and XerCYFDYF.  
The dissociation rates of the looped states were calculated to be (8.9 ± 0.2) x 10-2 s-1 
(R2=0.996, N=100) in the presence of XerCD, (7.5 ± 0.2) x 10-2 s-1 (R2=0.934, N=123) 
































































in the presence of XerCγDγ and (12.0 ± 0.3) x 10-2 s-1 (R2=0.998, N=42) in the 
presence of XerCYFDYF. The presence of γ domain thus clearly decreased the 
dissociation rate, whereas mutation of the catalytic tyrosines increased it, explaining 
the low amount of synaptic states observed on figure 2E. A likely explanation for the 
stabilisation of the synaptic state is the occurrence of DNA strands exchange. 
 
Discussion  
Here we report the first experimental setup allowing the detection of the assembly of 
a synapse between dif sites mediated by XerC and XerD recombinases. This 
approach relies on shortening of the apparent length of a DNA molecule, which 
contains two dif sites, in a Tethered Particle Motion setup. In the presence of a 
XerCD mix, we observed shortening of the DNA length, corresponding to the 
predicted length of DNA molecule containing XerCD-dif synapses. This was not 
observed when the DNA molecules were only incubated with XerC or XerD, or when 
they contained only one dif site. In addition, this apparent reduction of the DNA 
length did not need catalytically active recombinases to occur. We conclude that the 
formation of XerCD-dif synapses is responsible for this DNA shortening. 
Our results show that XerC, XerD and two dif sites are the minimal requirements to 
form a XerCD-dif synapse. FtsK is thus not required for XerCD-dif synapse formation. 
This contrasts with models positing that the translocation activity of FtsK is involved 
in XerCD-dif synapsis (9). It follows that in vivo, dif sites may synapse before being 
reached by FtsK. This view is consistent with the fact that the dif-containing ter region 
of the chromosome stays localized at mid-cell during the last third of the cell cycle 
(43). In addition, we have recently shown that the dif site is the last point of contact 
between sister chromosomes, independently of their monomeric or dimeric state, 
suggesting that XerCD-dif synapse may take advantage of the long period of time 
which separates termination of replication from cell division to form (12).  
No recombination was detected within the XerCD-dif synapses in our TPM setup. 
This conclusion can be drawn based on the fact that the Aeq reduction we observed 
is not resistant to SDS challenging, implying that no covalent link had been formed to 
maintain the nucleoproteic complex responsible for Aeq reduction. Inactivity of the 
synapse seems to be a specific property of the XerCD-dif synapse since other 
recombination synapses like Cre-loxP and λint-att are productive once formed in 
































































equivalent setups (29, 31, 34–37). Compared to Cre-loxP, the efficiency of XerCD-dif 
synapse formation may appear low since it only concerns a minority of the DNA 
molecules (35). Such a comparison is, however, complicated by the fact that XerCD-
dif synapses are inactive so that recombination products do not accumulate during 
the experiment. Based on previous reports, XerCD-dif synapses are expected to 
exhibit a reversible XerC-dependent HJ-intermediate formation activity, even in the 
absence of FtsK (9). In vitro, however, this is only observable under particular 
conditions that trap HJ intermediates such as the presence of ethydium bromide in 
the reaction (10). The fact that we have not observed HJ1 in our TPM experiments 
may either be due to HJ1 reversion on timescales shorter than SDS challenging or to 
XerC inactivity within XerCD-dif synapses. This last hypothesis would imply that the 
XerCD-dif synapses have a conformation that does not allow XerC activity under the 
conditions we used. However, we cannot rule out the eventuality that HJ1 formation is 
too rare to be observed in our setup. 
The current model proposes that two types of XerCD-dif synapses could be 
assembled: one XerC-active into which XerC is active but XerD is not and one XerD-
active into which neither XerC nor XerD are active. The function of FtsK would 
consist in two distinct actions: remodelling the XerC-active synapses into XerD-active 
ones and activating XerD in XerD-active synapses (9, 27). Such a model implies that 
FtsK differentiates the two synapses isoforms, and eventually induces the 
dissociation of XerC-active synapses to promote the assembly of XerD-active ones. 
Since current models are proposing that XerC-active and XerD-active synapses may 
be structurally different (Fig. 1B), these may provoke different Aeq reduction in TPM 
setup. However, no experimental information is yet available to predict the 
importance of such structural differences and we did not observe evidence for two 
synapses in our TPM experiments. Indeed, none of the histograms of the Aeqs 
corresponding to synapses-containing DNA molecules appeared bimodal. In addition, 
the mean Aeq observed for inactive XerCD-mediated synapses differs only slightly 
from active ones observed with XerCγDγ (158.0 ± 0.4 nm versus 154.6 ± 0.2 nm). 
Thus, either the XerD-active synapse most preferentially forms in the TPM setup or 
the two types of synapse cannot be differentiated in this setup. Control experiments 
performed with XerD incubated with DNA-dif2 or with XerC and XerD incubated with 
DNA-dif1 suggested the presence of a structural-change of the DNA molecule, which 
could not be attributed to synapse formation. This structural change was dependent 
































































upon the presence of XerD (Aeq reduced by 12 nm; Fig 2D) and seemed to increase 
with the number of dif sites present on the DNA molecule used (XerCD induced an 
Aeq reduction of 10 nm for DNA-dif2 versus of 5 nm for DNA-dif1; Fig. 2A-B). This 
structural effect could probably be attributed to a DNA bending event similar to the 
one occurring with Cre-loxP (44). These results suggest that our TPM measurements 
are able to detect slight structural differences such as DNA bending. Since the only 
proposed difference between XerC-active and XerD-active synapses comes from the 
bending of DNA, TPM should presumably be able to discriminate between them. We 
therefore postulate that the absence of detection of two different types of synapses is 
likely to be due to the fact that only the XerD-active synapse forms. However, in 
absence of precise prediction for these synapses structures, we cannot rule out the 
fact that both XerC-active and XerD-active synapses are formed and that our setup 
cannot discriminate them. 
Using chimeric XerCγ and  XerDγ, consisting of the fusion of the γ domain of FtsK 
either to XerC or to XerD, we have managed to obtain active XerCγDγ−dif synapses. 
This conclusion is based on the fact that SDS-resistant Aeq reductions corresponding 
to synapses are observed when DNA-dif2 is incubated with a XerCγDγ mix. This 
strand exchange activity (about 8%) is efficient when compared to previously 
reported efficiency for in vitro XerCD-dif strand exchange or recombination (27, 8). 
Because HJ-containing or fully recombined DNA molecules accumulate in the 
presence of XerCγ and XerDγ but not in presence of XerC and xerD, we observed 
more XerCγDγ-dif synapses than XerCD-dif synapses. The different efficiencies of 
synapse formation observed between XerCD and XerCγDγ are thus certainly due to 
the accumulation of HJ-containing and recombined DNA in the case of XerCγDγ 
(Compare Fig. 3 with Fig. 5). In the kinetic analysis of the process, it appears that 
XerCγDγ-dif synapses are more stable than XerCD-dif ones, which also reflects that 
recombination occurred in the first instance but not in the second. As explained 
earlier, the actual rate measured for XerCγDγ-dif assembly is higher than the XerCD-
dif one, suggesting that the γ domain of FtsK helps in the synapsis process. Thus, γ 
domain of FtsK appears to increase the rate of synapse assembly and to activate 
XerD within the synapse. 
The current model proposes that the XerC-active synapse is preferentially formed in 
absence of FtsK. This conclusion is based on the observation that XerC catalyses the 
































































formation of HJ1 intermediate between dif sites in vivo and in vitro in absence of the 
carboxy-terminal part of FtsK (10, 9). However, these data rely on the detection of 
recombination products, which accumulate because XerC is the only active subunit in 
the absence of FtsK, despite the fact that the recombination reaction could be 
extremely rare. Our data show that XerCD-dif synapse readily forms in absence of 
FtsK but we were unable to detect any DNA strand exchange within this complex. 
When the γ domain of FtsK was fused to XerC and XerD, we observed strand 
exchange activity but we were unable to detect any conformational differences 
between XerCD-dif and XerCγDγ-dif synapses. Taken together, although based on 
negative results, these data suggest that only one synapse conformation forms most 
preferentially and that this complex is ready for XerD catalysis, not for XerC. 
Assembling only XerD-active synapses may represent an advantage for the cell since 
XerC-active synapses would induce uncontrolled single-strand breaks and HJs 
formation on the chromosome, which could be harmful for chromosome stability. As 
already proposed, the function of FtsK as a checkpoint for the synchronisation 
between septum closure and chromosome dimer resolution would then lie within its 
capacity to activate XerD for the first DNA strand cleavage (27, 11). When septum-
tethered FtsK translocates towards the dif site, it stops on a XerD-active synapse and 
activates it. Alternatively it can favour the assembly of a XerCD-dif synapse. The γ 
domain mediates both of these actions and the spatio-temporal regulation of the CDR 
may thus be due to the fact that this γ domain is on FtsK, which is localized at the 
septum, and not on XerD. If the γ domain was fused to XerD, this would indeed lead 
to a constitutively active recombination system. In order to confirm this model, it will 
be important to determine if XerC-active synapses do or do not exist. Coupling FRET 
to TPM, as it has been done in the case of Cre-loxP studies, would be the best way 
to answer that question (36). 
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Figure 1 : XerCD-dif recombination analysed with TPM   
A) Sequence of dif site with the DNA binding site for XerC (dif XerC) for XerD (dif XerD) 
and the central region (dif cent) represented. B) Model for XerCD-dif recombination 
(9). Recombinases (XerC or XerD) are represented as grey circles, with Y indicating 
the active tyrosine. DNA molecules are oriented with uppercase and lowercase A and 
B letters. The reaction is sketched in five steps: synapse formation; first strand 
cleavage, exchange and ligation to form the first holiday junction (HJ1); isomerization 
of HJ1 into HJ2; resolution of HJ2; dissociation. If XerC cuts first, the process is 
blocked at HJ1 step and goes backward. If XerD is activated to cut first, the 
































































recombination can be complete. C) Scheme of TPM setup to measure the length of a 
DNA molecule. A glass coverslip (g) is coated with PEG (p) and neutravidin (n). A 
DNA molecule is attached to that surface by biotin bound to one of its 5’ end. A latex 
bead coated with antidigoxigenin (ad) is bound to the other extremity of the DNA 
molecule thanks to the presence of digoxigenin on this 5’ end. As explained in the 
text, the amplitude of the Brownian motion of the bead (Aeq) depends on the size of 
the DNA molecule that tethers the observed bead to the glass surface (for details see 
text and M&M). D) Scheme explaining how XerCD-dif synapse formation may reduce 
the apparent size of a DNA molecule that contains two dif sites (black box: dif XerD; 
white box: dif XerC). E) DNA molecules used in this work. The representation of dif 
sites is the same as in D and the sizes (bp) of the different segments of these 
molecules and the 5’ modifications are indicated (b= biotin, d= digoxigenin). 
 
Figure 2: XerCD-dif synapse formation 
Probability distributions of Aeq, before protein injection (black histograms), or during 
the 19 minutes following protein inj ction (white histograms). A) DNA-dif2 molecules 
incubated XerCD mix (N=38). Peak attributed to the formation of XerCD-dif synapses 
in indicated by *. B) DNA-dif1 molecules incubated with XerCD mix (N=179). C) DNA-
dif2 molecules incubated with XerC (N=118). D) DNA-dif2 molecules incubated with 




Figure 3: XerCD-dif synapses are non-productive  
A-B) Typical traces (Aeq = f(time)) observed for non-synapsed (A) and reversibly 
synapsed (B) DNA molecules. Stars indicate the times of injection of XerCD mix (*) 
and SDS (**). Schemes of the proposed structures of the DNA are shown underneath 
each trace. C-E) Probability distributions of Aeq before protein addition (C), during 
the 19 minutes following XerCD mix addition (D), and after SDS injection (E). 
 
Figure 4: Cre-loxP synapse formation and recombination 
Typical traces (Aeq = f(time)) observed for non-synapsed (A), reversibly synapsed 
(B) and irreversibly synapsed (C) DNA molecules. Stars indicate the times of injection 
































































of Cre (*) and SDS (**). Schemes of the proposed structures of the DNA are shown 
underneath each trace.  
 
Figure 5: XerCγDγ-dif synapse formation and recombination 
A-C) Typical traces (Aeq = f(time)) observed for non-synapsed (A), reversibly 
synapsed (B), and irreversibly synapsed (C). Stars indicate the times of injection of 
XerCγDγ mix (*) and SDS (**). Schemes of the proposed structures of the DNA are 
shown underneath each trace. D-F) Probability distributions of Aeq before protein 
addition (D) during the 30 minutes following XerCγDγ mix addition (E) and after SDS 
injection (F). SES, for “strand exchange-synapse”, indicates the part of the curve 
corresponding to such events. 
 
Figure 6: Kinetics analysis  
Histogram of the dwell times of unsynapsed states (left panel, white histograms) and 
of the synapsed states (right panel, grey histograms) measured for: (A) XerCD (N= 
100); (B) for XerCγDγ (N=123) and (C) for XerCYFDYF (N=42). D) The formation and 
dissociation rates were obtained by fitting the histograms of the duration of the 
unsynapsed and synapsed states with a monoexponential function (M&M). 
 
 





































































Figure 1  
104x252mm (300 x 300 DPI)  
 
 

































































Figure 2  
89x213mm (300 x 300 DPI)  
 
 

































































Figure 3  
161x147mm (300 x 300 DPI)  
 
 

































































Figure 4  
112x167mm (300 x 300 DPI)  
 
 

































































Figure 5  
162x125mm (300 x 300 DPI)  
 
 

































































Figure 6  
169x259mm (300 x 300 DPI)  
 
 





































































Figure S1: TPM calibration curve 
 
Our TPM calibration curve is based on the mean Aeq measured for DNA molecules 
of respectively 401 bp, 798 bp, 1500 bp, 2080 bp lengths tracked for 1 min (filled 
black circle). The mean Aeq and the error bars plotted above are the positions and 
the standard deviation of the gaussians used to fit the histograms of the Aeq average 
value by DNA molecule. These four values are fitted by a straight line such as  
    with   and .  
The dotted lines define the 95% confidence band around the fitted curve. Note that 
the DNA-dif2 molecules used in this study (grey square symbol) appear 20 nm below 
this calibration curve. For a DNA molecule of 2270 bp, the expected value of Aeq is 
259.2   18.5 nm (error calculated by propagating the error from the previously 
described parameters of the fit). 
 
  
Figure S2: Activity of purified Xer proteins 
 
A) DNA binding activity of purified Xer proteins was tested using EMSA. A 
radiolabeled 28 bp long dif DNA molecule (lane 1) is incubated with increasing 
amount of XerC (125 nm, 250 nm and 375 nm: lane 2-4) or XerD (125 nm, 250 nm 
and 375 nm: lane 5-7). The lanes 8 and 10 contain a reaction where dif is incubated 
with an equimolar XerC + XerD (125 nm) mix. As expected, two complexes 
appeared: C1 is composed of one Xer protein bound on its specific arm on dif 
whereas C2 is composed of two Xer proteins bound on dif. As protein used are 
tagged (TrxA and His), we checked that it did not modify DNA binding of Xer proteins 
by incubating an equimolar mix (200nM) variants where tag was removed (thrombine 
clivage) with dif, lane 11. B) Recombination activity of purified Xer proteins was 
tested using a recombination test based on deletion of a dif-dif cassette on plasmide. 
The scheme on the left explains the test.  Lane 1: size ladder; lane 2: plasmid 
incubated with 150 nM of XerC and 75 nM of XerD; Lane 2: plasmid incubated with 
150 nM of XerC and 75 nM of XerD and 400 nm FtsK. 
 
Figure S3: Typical traces obtained in presence of XerCD 
Immediate formation of a stable and reversible synapse (A), immediate formation of 






Supplementary Material and Methods 
 
Electrophorectic Mobility Shift Assay (EMSA) and recombination  
 
For EMSAs, the 28bp fragments carrying the dif recombination site (Sigma-Aldrich) 
were 5’- end-labelled with [γ-32P] ATP and T4 DNA polynucleotide kinase. Binding 
reactions were carried out in a buffer containing [10mM Tris (pH 8), 75mM NaCl, 
0.2mM EDTA, 0.2mM DTT, 2,5mM MgCl2, 2% glycerol and 0,05 mg/ml of poly(dI-
dC) ] in the presence of 10 000 c.p.m. of labelled DNA (25 nM) and the indicated 
protein concentrations (Cf. EMSAs results). The reactions were incubated at 30°C for 
30 min and analysed by electrophoresis in 5% polyacrylamide native gels run in TGE 
buffer. Gels were dried and analysed with a Fuji PhosphorImager. 
 
Plasmid-based In vitro XerCD-dif recombination reaction is performed as reported in 




Figure R1: Fixation de XerC et XerD sur dif 11 
A- Schéma des ADN utilisés pour les expériences d’EMSA. B- EMSA effectués avec des sites dif 
partiels. Les réactions contiennent 190 mM NaCl. Les accolades représentent l’ADN seul et les flèches 
représentent les réactions contenant 0,8 µM de recombinases. C- EMSA effectués avec le site dif 
entier. Les expériences réalisées contiennent 190 mM NaCl. L’ADN est incubé avec une concentration 
croissante de XerC, XerD ou XerC+XerD quées). La fixation des 
recombinases est visible sur un seul bras (*) ou sur deux bras de fixation (**). Le panneau de gauche 
montre la quantification de l’ADN libre en fonction de la concentration en protéine dans la réaction. 
D- EMSA effectués avec le site dif entier. Les expériences réalisées contiennent 60 mM NaCl. L’ADN 
est incubé avec une concentration croissante de XerC, XerD ou XerC+XerD (les concentrations en µM 
sont indiquées). La fixation des recombinases est visible sur un seul bras (*) ou sur deux bras de 
fixation (**). Le panneau de gauche montre la quantification de l’ADN libre en fonction de la 




B. RESULTATS COMPLEMENTAIRES 
Les résultats présentés dans la publication présentée précédemment s’appuient en 
majorité sur la technique de Tethered Particule Motion qui reste une technique en 
développement. Pour obtenir ces résultats, il a donc fallu faire beaucoup de mises au point et 
toutes les expériences effectuées n’ont donc pas été incluses à la publication. Dans cette 
partie, j’ai compilé une partie de ces résultats pour proposer dans ce manuscrit une vision plus 
générale de l’état de nos avancées sur l’étude de la recombinaison XerCD-dif par TPM. 
1. INTERACTIONS ENTRE XERC, XERD  ET  DIF   
a) VERS UNE OPTIMISATION DES CONDITIONS REACTIONNELLES  
Avant toute expérience de TPM, il a fallu mettre au point les conditions d’interaction 
in vitro entre XerC, XerD et des molécules d’ADN portant un site dif entier ou partiel. Pour 
cela, nous avons choisi d’utiliser la technique de choix pour ce type de test : le retard de 
migration electrophorétique (EMSA) plus couramment connu sous le terme de « gel retard ». 
Nous avons donc purifié, à partir de plasmides surproducteurs dérivés de pET32, les 
recombinases XerC et XerD étiquetées (Trxa-6His-Stag) en C-terminal (Cf M&M de la 
publication). Ces versions étiquetées des recombinases sont actives aussi bien en interaction 
avec l’ADN qu’en recombinaison à dif. Nous avons aussi montré que des versions sans 
l’étiquette (Clivage Thrombine) ne se fixaient pas mieux à l’ADN (Cf  matériel 
supplémentaire de la publication). 
Dans un premier temps, nous voulions mesurer l’affinité de chacune des recombinases 
pour son propre site de fixation, à savoir dif XerC pour XerC et   dif XerD pour XerD. Nous 
avons conçu et commandé des oligonucléotides complémentaires permettant de reconstituer 
des sites dif partiels ou entier (Figure R1A). Trois types de molécules d’ADN ont ainsi été 
obtenus : i) un ADN ne contenant que le bras de fixation (11 pb) ; ii) un ADN contenant le 
bras de fixation plus 4 pb de la région centrale (15 pb) et enfin iii) un ADN contenant le site 
dif entier (28 pb). Dans tous les cas, la molécule d’ADN est radiomarquée (32P) en 5’ de 
l’oligonucléotide TOP (Figure R1A; brin du dessus lorsqu’on représente dif : 5’- dif XerC- dif 
cent- dif XerD-3’). 
Les premières expériences d’EMSA ont été effectuées dans un tampon à base de tris 
(pH=8) contenant  notamment 5 mM de Mg2+ mais surtout 190 mM NaCl (Cf, M&M de la 
publication). La figure R1B montre le résultat obtenu avec les molécules d’ADN de 11 pb et 
15 pb, c’est-à-dire celles contenant soit le bras de fixation seul, soit le bras de fixation et 4 pb 
de la région centrale. On voit clairement que les recombinases XerC et XerD ne se fixent pas 
 Figure R2: Lots protéiques et efficacité sur la formation de synapse 
En abscisse est représentée l’amplitude du mouvement (Aeq) d’un ADN de 2270 pb en en présence de 
protéines et en ordonnée la densité de probabilité des amplitudes pour 20 minutes d’acquisition 


























sur leurs bras de fixation respectifs s’il est présent seul. Ces résultats ne sont pas étonnants 
dans la mesure où il a été montré que XerC se fixe sur dif XerC ainsi que sur les cinq 
nucléotides de dif cent  adjacents et que XerD se fixe sur dif XerD et sur les deux nucléotides de 
dif cent  adjacents (Hayes et Sherratt, 1997). Il est alors fortement envisageable que même si la 
spécificité de reconnaissance de XerC et XerD se trouve dans les séquences non-
palindromiques de dif XerC et dif XerD, ces bras de fixation des recombinases ne sont pas à elles-
seules suffisantes pour la fixation stable et détectable par EMSA. Cependant, il est étonnant 
de voir que XerC et XerD ne se fixent pas aux ADN de 15 pb (dif XerC + quatre nucléotides de 
dif cent ou dif XerD + quatre nucléotides de dif cent). La fixation de XerC seule et de XerD seule 
ne commence à être visible que sur un site dif complet (Figure R1C). Nous pensons donc 
qu’en plus de dif XerC et dif XerD, la totalité de dif cent et/ou une partie de dif XerC et dif XerD est 
nécessaire pour une fixation optimale des recombinases.  
La force ionique a un effet sur les interactions ADN-protéines et protéines-protéines 
(Lohman, 1986). Afin de d’appréhender son impact sur la fixation des recombinases sur le 
site dif et sur la coopérativité de cette fixation, nous avons réalisé des réactions d’interaction à 
deux concentrations salines différentes : 190 mM NaCl et 60 mM NaCl. Ces résultats nous 
ont permis de définir le tampon réactionnel dans lequel ont été effectuées les expériences en 
TPM présentées dans la publication.  
Les figures R1C et R1D montrent que les recombinases se fixent à dif que la réaction 
soit faite en présence de 60 mM ou 190 mM de NaCl. Dans tous les cas, XerC et XerD, 
seules, se fixent respectivement à dif XerC et dif XerD (complexes notés par *). Ces résultats sont 
en accord avec ceux qui ont été publiés, mais nous ne détectons pas de différence de 
migration entre les complexes dif-XerD et dif-XerC (Blakely et al., 1993). Cela est peut-être 
dû à une durée de migration insuffisante dans nos conditions opératoires.  
La quantification du l’expérience effectuée à 190 mM NaCl (Figure R1C) montre que 
XerC retarde l’ADN avec moins d’efficacité que XerD. Ceci confirme que XerC possède une 
affinité pour dif plus faible que celle de XerD.  Nous voyons surtout que l’ADN est retardé 
avec une bien plus grande efficacité quand XerC et XerD sont toutes les deux présentes. Cette 
augmentation d’efficacité est due à la coopérativité qui existe entre XerC et XerD pour la 
fixation à dif (Blakely et al., 1993). 
Les mêmes résultats sont obtenus lorsque les réactions d’interaction sont effectuées en 
présence de 60 mM de NaCl (Figure R1D ; XerD plus affin pour dif que XerC et 
coopérativité).  Toutefois, si on compare les résultats obtenus à 190 mM et 60 mM en NaCl, 
  
Figure R3: Concentration des protéines et formation de synapse 
Comparaison de la proportion de molécules d’ADN bouclées en fonction de la concentration des 
protéines XerC-γ et XerD-γ. En abscisse est représentée l’amplitude du mouvement et en ordonnée la 
fréquence de distribution des amplitudes (20 min.). A- XerC-γ et XerD-γ utilisées à 80 nM. B- XerC-γ 
et XerD-γ utilisées à 120 nM.  
 























on voit que : i) l’affinité de XerC pour dif est peu changé ; ii) l’affinité de XerD pour dif est 
meilleure à 60mM en NaCl ; et  iii) la coopérativité est légèrement meilleure à 190 mM mais 
reste très nette à 60 mM en NaCl (Comparer les graphique des Figures R1C et R1D) 
En conséquence de ces résultats, nos expériences de TPM ont été réalisées dans un 
premier temps à 60 mM NaCl, puis à 50 mM NaCl qui s’est révélée être la concentration 
optimale pour la formation des synapses XerCD-dif (Cf chapitre suivant et publication). 
b) MIS AU POINT DES CONDITIONS OPERATOIRES POUR LE TPM 
(1) LOT PROTEIQUE 
La figure R2 illustre les différences d’efficacité de formation de synapses en fonction 
des lots protéiques utilisés. Ces différences peuvent s’expliquer par le fait que le lot de 
protéines du 27/02/2013 (A) a subi plusieurs cycles de décongélation/recongélation alors que 
celui du 01/03/2013 (B) ne l’a pas été. Les chocs thermiques peuvent en effet altérer l’état des 
protéines et ainsi perturber leur fixation à leurs sites ou même leur capacité à interagir avec 
elles même lors de l’assemblage de la synapse. En conséquence, pour améliorer la 
reproductibilité des expériences en TPM, je faisais plusieurs aliquots de chaque préparation 
de protéines et chaque aliquot servait à une et une seule expérience.  
(2) CONCENTRATION PROTEIQUE 
La figure R3 montre que la proportion de synapses augmente avec la concentration de 
recombinases (Comparer A et B). Cela s’explique par le fait que les recombinases, à l’instar 
de toutes les protéines se fixant à l’ADN, diffusent en solution et se fixent et se détachent de 
l’ADN à une vitesse définie par leur 𝐾𝑜𝑛 et 𝐾𝑜𝑓𝑓. Ainsi, à 80 nM (A), nous pouvons supposer 
qu’il n’y ait pas assez de protéines pour saturer tous les sites de fixation des recombinases et 
qu’il se forme en conséquence moins de synapses qu’à 120 nM (B). Nous pouvons également 
supposer que les recombinases soient caractérisées par des 𝐾𝑜𝑛 faibles et/ou des 𝐾𝑜𝑓𝑓 élevées 
et qu’en conséquence, même si il y a assez de protéines à 80 nM pour saturer tous les sites dif, 
la fixation des protéines ne soit pas assez optimale pour permettre une formation de synapse. 
Ainsi, à 120 nM, les protéines se fixeraient plus rapidement à leur site de fixation et se 
fixeraient assez longtemps pour permettre la formation d’une synapse. Les protéines étant 
fusionnées au domaine γ, la formation de synapse s’accompagne dans certains cas d’une 
réaction de recombinaison partielle ou complète qui stabilisent la synapse formée. Mais cela 
ne peut pas expliquer qu’il y ait plus de synapses à 120 nM qu’à 80 nM car la recombinaison 
est une conséquence de la formation de synapses. De plus, la comparaison des graphes A et B 
révèle qu’il se forme des agrégats lorsque les recombinases sont utilisées à forte concentration 

















































































































Figure R4: Effet de la salinité sur la cinétique de formation des synapses XerCγDγ-dif 
Cinétique de formation (logiciel Prism) de la synapse XerCγDγ-dif (80 nM de XerCγ et de XerDγ). En 
abscisse est représentée l’amplitude du mouvement (Aeq) et en ordonnée la densité de probabilité des 
amplitudes (Proba). A- Cinétique de formation de la synapse à 50 mM NaCl. B- Cinétique de 
formation de la synapse à 100 mM NaCl. C- Cinétique de formation de la synapse à 200 mM NaCl. 
Les chiffres en indice représentent les fenêtres de temps : 0 avant incubation des protéines ; 1 entre 0 
et 5 minutes ; 2 entre 5 et 10 minutes, 3 entre 10 et 15 minutes et 4 entre 15 et 20 minutes.  
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(pic autour de 120 nm, Cf publication). Ainsi, l’obtention d’importantes proportions de 
synapses s’accompagne de la formation d’agrégats. En conséquence, la plupart des réactions 
de TPM ont été réalisées à des concentrations modérées en protéines (entre 40 et 80 nM), au 
risque de diminuer l’efficacité de l’assemblage des synapses. 
(3) EFFET DE LA FORCE IONIQUE  
 Nous avons testé l’impact de la force ionique sur notre capacité à observer les 
synapses XerCD-dif par TPM. Par soucis de clarté, j’ai choisi de ne présenter ici que les 
résultats obtenus avec les recombinases fusionnées au domaine  de FtsK. En effet, comme 
rapporté dans la publication, ces recombinases modifiées forment efficacement des synapses. 
La figure R4 représente la distribution des Aeq mesurée par intervalle de temps (5 
min) avant injection des protéines (XerCγ et XerDγ) et après. Chacune des colonnes de la 
figure R4 correspond à une force ionique particulière (A : 50 mM NaCl ; B : 100 mM 
NaCl  et C : 200 mM NaCl). Dans un premier temps, on voit nettement que les synapses se 
forment efficacement à 50 mM et à 100 mM NaCl mais pas du tout à 200 mM NaCl (Cf 
publication pour identification des états synapse et non synapse). Les observations effectuées 
à 50 mM NaCl montrent deux états bien distincts caractérisés essentiellement par deux pics 
séparés (Figure R4 : Colonne A). Toutefois, dans les dernières fenêtres de temps, on voit 
apparaître un pic de plus bas Aeq que nous attribuons à une tendance à l’agrégation. A 100 
mM NaCl, on voit aussi l’apparition des deux états principaux mais à travers des pics plus 
étalés ainsi qu’une tendance plus grande à l’agrégation. Enfin, on voit qu’à 200 mM NaCl, un 
seul état est observé et correspond à l’ADN non synapsé. 
La formation d’agrégats s’explique par le grand nombre de boucles d’ADN formées 
dont certaines finissent par se coller à la surface de la lamelle de verre car trop proches de la 
surface et/ou des interactions ADN-protéines non spécifiques à 100 mM NaCl. Les 
nombreuses expériences en TPM effectuées durant cette thèse montrent que plus on forme de 
synapses, plus on forme d’agrégats. D’ailleurs, à 50 mM NaCl, la proportion de synapses 
diminue légèrement au profit d’agrégats après avoir atteint son maximum entre 5 et 10 
minutes. Les résultats obtenus à 200 mM NaCl (Figure R4 - Colonne C) peuvent s’expliquer 
par une salinité du tampon trop élevée pour favoriser la formation de synapses. Toutefois, 
cette conclusion doit être modérée par le fait que l’expérience à 200 mM a été effectuée avec 
le même lot de protéines mais quatre jours après celles effectuées à 50 et 100 mM NaCl. Nous 
ne pouvons donc pas exclure un effet dénaturant des cycles de congélation/décongélation. 
Néanmoins, il reste étonnant qu’il n’y ait quasiment aucun ADN bouclé sur les 172 molécules 
étudiées à 200 mM NaCl. 

















































Figure R5 : Effet de XerC, XerD, XerD-γ et XerD + 3γ sur un ADN portant un ou deux sites dif 
En abscisse est représentée l’amplitude du mouvement (Aeq) d’un ADN de 2270 pb en absence 
(rectangles gris) ou en présence de protéines (rectangles blancs) et en ordonnée la densité de 
probabilité des amplitudes pour 20 minutes d’acquisition (Probabilité). Les expériences sont réalisées 
à 50 mM NaCl. A- XerD et ADN à deux sites dif  B- XerD + 3γ et ADN à deux sites dif  C- XerDγ et 







2. CHANGEMENT DE CONFORMATION DE LA MOLECULE D’ADN INDUIT 
PAR LA FIXATION DES RECOMBINASES 
Pour toutes les variantes de recombinases, nous avons effectué des expériences 
contrôle en présence d’une seule protéine ou d’un seul site dif et mesuré l’effet sur les Aeq. 
Comme présenté dans la publication, nous avons mis en évidence un effet structural qui nous 
est difficile à préciser, induit par XerD sur une molécule d’ADN contenant un ou deux sites 
dif. 
La figure R5 présente l’ensemble des résultats obtenus lors de ces contrôles sous la 
forme de distribution d’Aeq (Contrairement à la publication qui ne présente que les 
histogrammes Aeq moyen par particule). En mesurant le centre des gaussiennes obtenues, on 
peut ainsi mesurer l’impact de la présence de chaque protéine sur la structure apparente de 
l’ADN. Le graphe A montre que la présence de XerD diminue la taille apparente de la 
molécule de telle manière que l’Aeq moyen est réduit de 11,3 nm. Cet effet structural reste 
observable en présence de XerD (6,5 nm) ou en présence de XerD et d’un trimère de 8,9 
nm, Graphes C et B et tableau en annexe). Toutefois l’importance de la réduction d’Aeq n’est 
pas tout à fait du même ordre et son impact éventuel sur la réaction sera débattu dans la 
discussion. En revanche, on voit bien sur le graphe D que XerC n’a aucun effet apparent 
détectable par TPM. On peut donc penser que les effets observés plus haut sont spécifiques à 
XerD.  De plus, cet effet structural est observable quand XerC et XerD sont présent en même 
temps (Graphe E, Figure 2 de la publication) suggérant que XerD impose cet effet même en 
présence de XerC. Cette observation et son impact éventuel sur la réaction seront aussi 
discutés. 
3. IMPLICATION DES TYROSINES CATALYTIQUES DANS LE CONTROLE DE 
LA REACTION DE RECOMBINAISON 
 Les résultats présentés dans cette partie sont très préliminaires et nécessitent d’être 
contrôlés. Ils consistent en l’étude de la formation de synapse ou une seule des deux 
recombinases est invalidée catalytiquement (substitution de la tyrosine catalytique par une 
phénylalanine : YF). Les graphes A et B de la figure R6 montrent que la mutation de la 
tyrosine catalytique de XerC ou de XerD n’empêche pas la formation d’une synapse lorsque 
ces dernières sont en présence de leur homologue sauvage. Ces résultats s’accordent bien avec 
les données obtenues lorsque les deux recombinases sont modifiées, comme présenté dans la 
publication.   
 De plus, nous voyons sur les graphes A1 et B1 qu’une fraction de la population d’ADN 
bouclées semble subsister au rinçage au SDS. Ceci suggère que ces synapses présentent une 

























Figure R6: Test de recombinaison en présence de recombinases catalytiquement inactives  
En abscisse est représentée l’amplitude du mouvement et en ordonnée la fréquence de distribution des 
amplitudes. Les fréquences de distribution des graphes A et B sont calculées sur une durée de 20 
minutes et celles d’A1 et B1 sur 5 minutes. A- Formation d’une synapse XerCD
YF-dif avant ajout de 
SDS. A1- Idem après ajout de SDS. B- Formation d’une synapse XerCYFD-dif avant ajout de SDS. B1- 




activité catalytique résiduelle. Toutefois, ces résultats ont été obtenus avec des fortes 
concentrations en recombinases (>80 nm) afin de compenser les pertes d’affinités liés à la 
mutation de la tyrosine catalytique (Rousseau, communication personnelle). Or comme vu 
dans la figure R3, de trop hautes concentrations en protéines peuvent amener à des 


























A. EFFET DE LA FORCE IONIQUE 
Les expériences en TPM réalisées sur XerCγXerDγ montrent qu’il se forme 
efficacement des synapses à 50 et 100 mM NaCl et qu’à 200 mM NaCl, nous ne détectons pas 
de synapse. A 100 mM NaCl, les deux états principaux de l’ADN sont définis par des pics 
très larges et il y a une tendance à l’agrégation. Si la formation importante d’agrégats est la 
conséquence d’un grand nombre de synapses formées, alors ces expériences montrent qu’il se 
forme plus de synapses à 100 mM qu’à 50 mM NaCl et qu’en cause ou conséquence, le taux 
de recombinaison est meilleur à 100 mM NaCl (résultat non montré). Bien que la présence du 
domaine  γ de FtsK favorise la formation des synapses XerCD-dif (Cf publication), nous ne 
savons pas discriminer une interaction optimale entre γ et XerD d’une interaction XerCD-dif 
responsable du taux important de synapses formées à 100 mM NaCl. La difficulté à 
discriminer de façon distincte les deux populations d’ADN à 100 mM NaCl (en comparaison 
des pics à 50 mM NaCl) pourrait s’expliquer par la présence de molécules d’ADN dans des 
états présynaptiques (Mumm et al., 2006). De telles molécules d’ADN auraient une amplitude 
du mouvement inférieure à celle de l’ADN non bouclé et supérieure à celle de l’ADN bouclé. 
En effet, contrairement aux cas des molécules d’ADN nues, les recombinases sont déjà fixées 
aux molécules d’ADN dans un état présynaptique et sont prêtes à former une synapse de 
recombinaison. Cela a pour conséquence une déformation de la molécule d’ADN nécessaire à 
la formation de synapse telle qu’une courbure ou autre et une cinétique de formation très 
rapide de boucle (Mumm et al., 2006 ; Laurens et al., 2009). 
Nous avons remarqué qu’à 50 mM NaCl, il se forme toujours très peu d’agrégats 
lorsque les protéines sont fraiches et utilisées à une concentration inférieure ou égale à 80 nM. 
La formation d’agrégats rendant difficile le traitement des données cinétiques et le rinçage au 
SDS, toutes nos expériences se sont déroulées à 50 mM NaCl.  
B. MODIFICATIONS STRUCTURALES INDUITES PAR XERD 
En présence de XerD, XerD-γ et XerD + 3γ, l’amplitude de l’ADN est respectivement 
diminuée de 11,3 nm, 6,5 nm et 8,9 nm. Cette valeur est calculée en faisant la différence des 
amplitudes moyennes de l’ADN avant et après ajout de protéines. Cependant, la comparaison 
des amplitudes moyennes de l’ADN seul lors des trois expériences montrent qu’il existe une 
différence entre ces valeurs pouvant atteindre 3,5 nm. Pourtant, ces expériences ont été 
réalisées avec la même molécule d’ADN. Cette fluctuation pourrait provenir d’un 
échauffement local de la chambre d’observation causée par le faisceau lumineux du 
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microscope ou d’une différence de température dans la pièce d’étude. Dans tous les cas, la 
comparaison des effets de XerD, XerDγ et XerD + 3γ sur l’ADN doit se faire en tenant 
compte de cette fluctuation de la valeur d’amplitude de l’ADN seul.  
Si on pose : 
∆= 𝐴𝑒𝑞0 − 𝐴𝑒𝑞1 
où 𝐴𝑒𝑞0 représente l’amplitude du mouvement de l’ADN nu, 𝐴𝑒𝑞1 l’amplitude de l’ADN en 
présence de XerD, XerDγ ou XerD + 3γ, alors ∆𝑋𝑒𝑟𝐷= 11,3 ± 0,2 𝑛𝑚 ;  ∆𝑋𝑒𝑟𝐷𝛾= 6,5 ±
0,2 𝑛𝑚 ;  ∆𝑋𝑒𝑟𝐷+3𝛾= 8,9 ± 0,2 𝑛𝑚 (Cf annexes pour la valeur des Aeq et des erreurs sur la 
mesure des Aeq). Pour comparer l’effet des protéines sur l’ADN en tenant compte de la 





Ainsi, 𝑌𝑋𝑒𝑟𝐷 = 4,868𝐸
−2 ; 𝑌𝑋𝑒𝑟𝐷𝛾 = 2,807𝐸
−2 ; 𝑌𝑋𝑒𝑟𝐷+3𝛾 = 3,787𝐸
−2. Enfin, on calcule 












| avec dY l’erreur 
sur la mesure de Y, dΔ l’erreur sur la mesure de Δ et dAeq0 l’erreur sur la mesure de Aeq0. 



















) × 3,787𝐸−2 = 8,671𝐸−4 
Les différences entre les valeurs de Y obtenues pour ADN + XerD, ADN + XerDγ et 
XerD + 3γ sont de l’ordre de 10-2 tandis que les erreurs sur le calcul des Y sont de l’ordre de 
10-4. Les erreurs sur le calcul des valeurs de Y étant infimes par rapport aux valeurs de Y, les 
différences entre les valeurs de Y sont donc significatives et en conséquence, les effets de 
XerD, XerDγ et XerD + 3γ sur l’ADN peuvent être considérés différents. 
Ces calculs statistiques montrent que même en présence d’une variabilité de 
l’amplitude de l’ADN seul, XerD, XerD-γ et XerD + 3γ ont des effets sur l’ADN portant deux 
sites dif en répétition directe. XerD est la protéine qui déforme le plus l’ADN et XerC ne 
déforme pas l’ADN. Nous pensons alors que la déformation de l’ADN induite par XerD est 
soit à l’origine de la formation d’une synapse XerCD-dif dans laquelle XerD est le couple de 
recombinases prêt pour le premier échange de brins, soit à l’origine d’un premier échange de 
brins par XerC indétectable dans nos expériences en TPM. Le domaine γ à lui-seul est 
suffisant à l’activation de la recombinaison XerCD-dif en contactant directement XerD (Yates 
et al., 2006 ; Grainge et al.,  2011). Lorsque XerD est fusionnée à γ, sa capacité à déformer 
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l’ADN est moins importante de 2,4 nm. Cette différence d’effet entre XerD et XerDγ serait 
due à l’interaction entre XerD et γ puisque XerDγ active la recombinaison (Cf publication) et 
γ seul ne change pas la structure de l’ADN (résultat non montré). Nous pensons que cette 
différence de déformation de l’ADN de 2,4 nm est le résultat d’un changement structural de 
XerD suite à son activation par γ. Ce changement structural de XerD permettrait le 
repositionnement correct de la tyrosine catalytique de XerD au niveau du phosphate scissile 
afin de permettre un échange de brins par XerD. Si les complexes synaptiques XerCD-dif que 
nous observons sont déjà dans un état XerD actif, alors il permettrait un premier échange de 
brins mené par XerD. Il est intriguant de voir que le niveau de déformation de l’ADN 
engendrée par XerD+3γ se situe entre ceux induits par XerD et XerDγ. En effet, si la fusion 
3γ interagit avec XerD, alors le niveau de déformation de l’ADN devrait être égal à celui de 
XerDγ, et dans le cas contraire à celui de XerD. Toutefois, nous n’avons pas réussi à activer 
en TPM la recombinaison XerCD-dif en présence de 3γ et il a été proposé que le 
positionnement de FtsK sur l’ADN pourrait stabiliser l’interaction entre XerD et γ (Bonné et 
al., 2009). Nous pensons alors que l’interaction entre la fusion 3γ et XerD n’est pas assez 
stable dans nos conditions expérimentales en TPM pour activer la recombinaison. En absence 
du moteur de translocation, une fusion entre XerD et γ permettrait des interactions successives 
entre ces deux entités menant à une activation de XerD. De ce fait en l’absence de fusion et du 
domaine moteur de translocation, nous pouvons penser qu’il n’y ait que quelques molécules 
de XerD interagissant temporairement avec 3γ. Ces interactions ne seraient pas suffisamment 
fréquentes pour activer  la recombinaison et, concernant une faible partie de la population 
d’ADN, expliqueraient le niveau moyen de déformation de l’ADN par XerD+3γ. 
La fixation de XerCD sur un ADN portant un site dif diminue l’amplitude de l’ADN 
de 5,7 nm. Comme stipulé dans l’article, l’effet de XerD sur l’ADN est dominant dans le 
complexe XerCD. Toutefois, il est surprenant de noter que le niveau de déformation de 
l’ADN portant deux sites dif est deux fois supérieur à celui de l’ADN ne portant qu’un seul 
site dif et il semble que l’effet de XerD se somme suivant le nombre de site dif. Or, les deux 
sites dif sont séparés de 1080 pb soit sept fois la longueur de persistance de l’ADN. De ce fait, 
l’effet de XerD sur l’ADN exclurait une courbure simple de l’ADN car théoriquement, deux 
courbures séparées de 7 fois la longueur de persistance de l’ADN (Cf Chapitre I.B.1.b.(2)) 
devraient se confondre avec les courbures locales de l’ADN suite aux fluctuations thermiques 
et devenir indétectables en TPM. Ainsi, comme mentionné dans l’article, la déformation de 
l’ADN induite par XerD nécessite une modification de l’ADN plus drastique que la courbure 
rencontrée dans le cas de Cre (Guo et al., 1999). Il serait intéressant d’étudier une telle 
59 
 
modification de l’ADN en présence de XerD par microscopie de force atomique afin 
d’évaluer l’impact structural de l’ADN dans le contrôle de la réaction XerCD-dif. 
C. INFLUENCE DU DOMAINE GAMMA DE FTSK SUR LA FORMATION DE 
SYNAPSE 
Nous avons montré dans la publication que les synapses XerCD-dif peuvent se former 
en l’absence de γ dans une conformation que nous pensons être du « XerD-ready » en attente 
de l’activation par γ. Ces données confirment que la translocation de FtsK n’est pas requise 
dans la formation de synapse (Grainge et al., 2011) mais plutôt dans la résolution des liens 
topologiques lors de la réaction de recombinaison. Ainsi il est plausible de penser qu’in vivo, 
la synapse à XerCD-dif peut se former avant son interaction avec FtsK septum de division. 
D’autant plus que la région ter contenant dif reste localisée au centre de la cellule durant le 
dernier tiers du cycle cellulaire (Bates et al., 2005). De plus, il a été montré que le site dif est 
le dernier point de contact entre les chromosomes sœurs monomériques ou dimériques (Stouf 
et al., 2013). Cependant, la présence du domaine γ favoriserait la formation de synapse 
XerCD-dif  en contactant XerD. Cela pourrait s’expliquer par une affinité accrue de XerDγ 
pour le site dif, une coopérativité de fixation de XerCD sur le site dif plus importante en 
présence de γ ou une interaction entre deux duplex XerCD-dif optimale en présence de γ. 
Nous ne pouvons cependant pas exclure une implication du moteur de translocation dans la 
formation des synapses XerCD-dif. En effet, FtsK s’arrête à dif avec ou sans le domaine γ 
(Graham et al., 2010). Cela pourrait suggérer une éventuelle interaction entre le domaine β et 
XerD. D’autant plus que le domaine C-terminal de FtsK de L. lactis ative la recombinaison 
XerCD-dif alors que le domaine γ de L. lactis à elle seule est incapable d’activer la 
recombinaison XerCD-dif (Nolivos et al., 2010). Le contrôle de l’activité de recombinaison 
de XerCD-dif par γ pourrait être un niveau de contrôle qui empêcherait la formation d’une 
synapse dans laquelle XerC catalyse le premier échange de brins. Cela expliquerait alors que 
les systèmes de recombinaison à une seule recombinase tels que XerS-difSL et Cre/loxP 
n’ayant pas besoin du domaine γ pour activer la recombinasion forment des synapses de façon 
plus efficace que XerCD-dif (Nolivos et al., 2010) et résultats complémentaires non montrés). 
Même si l’efficacité de formation de synapses est plus grande chez ces systèmes échappant au 
contrôle par γ, il n’est pas garanti que les synapses formées soient toujours productives. 
D. RECOMBINASES MODIFIEES (YF) 
Comme mentionné dans l’article, la dénaturation des synapses XerCD-dif suite au 
nettoyage au SDS est soit due à une incapacité de XerC à cliver le site dif ou soit à une 
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résolution de la jonction de Holliday par XerC trop rapide pour être détectée avec nos 
conditions expérimentales. Les résultats bien que préliminaires montrent qu’il y aurait de la 
recombinaison lorsque XerD est catalytiquement inactive. Il semble alors que la mutation de 
la tyrosine catalytique de XerD permette la coupure par XerC ou stabilise la jonction de 
Holliday formée après une coupure par XerC. Au cas où elle permettrait la coupure par XerC, 
il existerait alors un mécanisme senseur qui détecterait l’incapacité de XerD à effectuer le 
premier échange de brins et entrainerait un changement conformationnel de la synapse afin de 
positionner la tyrosine catalytique de XerC au niveau du phosphate scissile. Nous pouvons 
également imaginer que la mutation de la tyrosine catalytique de XerD en phénylalanine 
diminuant l’affinité de fixation de XerD au site dif, permettrait à XerC d’être le premier 
monomère fixé au site dif et d’assurer en conséquence le premier échange de brins comme 
cela a été suggéré dans le cas de la recombinaison Cre-loxP (Lee et al., 2003). Il est 
également possible que la mutation de la tyrosine catalytique de XerD perturbe l’échange 
d’hélices C-terminales entre XerDYF et XerC qui activerait la coupure par XerC et inhiberait 
celle par XerD (Hallet et al., 1999). Par ailleurs, la mutation de la tyrosine catalytique de 
XerC en phénylalanine en présence de XerD n’empêche pas la recombinaison du site dif 
comme cela a également été observé précédemment (Hallet et al., 1999). Les hypothèses 
expliquant ce phénomène observé sont les mêmes que dans le cas de la mutation XerDYF. 
L’obtention de données structurales notamment les co-cristaux XerCD-dif composés de 
recombinases sauvages et/ou mutées pour la tyrosine catalytique permettrait de trancher entre 
ces différentes hypothèses et d’apporter des éléments de réponse à ces questions.  Néanmoins, 
ces résultats sont préliminaires et nécessitent d’être contrôlés.   
 
Nous présentons dans cette thèse la première preuve expérimentale de la formation de 
la synapse XerCD-dif. Les réductions d’amplitude du mouvement mesurées pour chaque 
molécule d’ADN en présence de XerCD sont compatibles avec la formation d’une boucle 
entre les deux sites dif présents sur l’ADN. La formation de boucle n’est pas observée lorsque 
l’ADN portant deux sites dif est incubé en présence de XerC seule ou XerD seule, ou lorsque 
XerCD est incubée en présence d’une molécule d’ADN portant un seul site dif. Ces résultats 
montrent que XerC, XerD et une molécule d’ADN portant deux sites dif sont nécessaires à la 
formation d’une synapse de recombinaison. De plus, FtsK n’est pas requise pour la formation 




Nous ne comprenons pas pourquoi la synapse n’est pas visible en retard sur gel, mais 
l’ionisation de résidus cystéines localisés dans le domaine de fixation à l’ADN pourrait altérer 
la capacité de XerCD à se fixer à dif comme cela a été suggéré pour le système Cre-loxP 
(Ghosh et al., 2007). La déstabilisation de la synapse par un pH alcalin explique certainement 
la non-visualisation de la synapse dans les expériences de retard sur gel puisque ces 
expériences ont été menées avec un tampon basique (Cf M&M).  
Nous ne détectons pas de recombinaison avec XerCD-dif puisque les synapses 
XerCD-dif ne sont pas résistantes au traitement SDS. L’inactivité de la synapse XerCD-dif 
semble spécifique au système Xer puisque les expériences effectuées en molécules uniques 
avec les systèmes Cre-loxP, Flp-Frt et λInt-att montrent que ces dernières forment des 
synapses qui sont résistantes au SDS et donc productives en recombinaison (Mumm, Landy, 
et Gelles, 2006) (Fan, 2012 ; Fan, Ma, et Jayaram, 2013). L’efficacité de formation des 
synapses XerCD-dif pourrait sembler faible comparée à celle de Cre-loxP, FLP-FRT et λInt-
att puisque très peu de molécules forment des synapses. Mais il est difficile de faire de telles 
comparaisons puisque la synapse XerCD-dif est inactive et donc ne s’accumule pas. Il a été 
montré qu’en absence de FtsK, XerC catalyse un échange de brin conduisant à une jonction 
de Holliday réversible (Aussel et al., 2002). Cependant, si ces jonctions de Holliday sont 
observées in vivo, elles ne sont observées in vitro qu’en présence d’agent les piégeant tel que 
l’éthidium bromide (Barre et al., 2000). Il est possible que nous ne voyions pas ces jonctions 
de Holliday parce que leur temps de réversibilité est inférieur au temps au bout duquel a lieu 
le traitement au SDS ou que XerC est inactive. Cette dernière hypothèse implique que les 
synapses XerCD-dif observées sont dans une configuration XerD-active. Nous ne détectons 
pas non plus de recombinaison avec les mutants catalytiques. Cependant, nous devrions 
utiliser les fusions des mutants catalytiques avec le domaine FtsKγ pour savoir si FtsKγ 
n’active pas une recombinaison XerCYFDYF-dif comme il le fait avec XerCD-dif. La fusion 3γ 
n’a pas permis d’effectuer ce contrôle puisqu’elle n’est pas active en recombinaison dans nos 
conditions opératoires en TPM. 
Les expériences effectuées avec une seule recombinase montrent que XerD modifie la 
structure globale de la molécule d’ADN contenant dif tandis que XerC n’a pas d’effet 
détectable sur la molécule d’ADN. Cette modification structurale de l’ADN est également 
observée avec XerCD. En effet, la molécule d’ADN non bouclée a une amplitude de 
mouvement plus faible de 10 nm que la molécule d’ADN nue. Cela signifierait que la fixation 
de XerC ne modifie pas l’effet de XerD sur l’ADN. XerD semble donc diriger un 
réarrangement structural de la molécule d’ADN lors de l’assemblage XerD-dif et de la 
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synapse XerCD-dif. La structure de Cre-loxP montrant que l’ADN est fortement courbé lors 
de l’assemblage de la synapse, nous pensons que XerD courbe également l’ADN (Gopaul et 
al., 1998). Cependant, une courbure aussi importante n’a pas été décelée avec Cre lors 
d’expérience en TPM (Fan, 2012). Cela suggérerait que l’effet structural de XerD sur l’ADN 
est plus drastique qu’une simple courbure, d’autant plus qu’il se somme sur les deux sites dif. 
Si les expériences classiques de retard sur gel et d’empreintes à la DNase confirment que 
XerD courbe l’ADN, ils excluent des effets drastiques tels qu’un enroulement de l’ADN 
autour de XerD ou la condensation de l’ADN (Blakely et al. 1993 ; Blakely et Sherratt 1994). 
Il faudrait analyser les complexes XerCD-dif en cristallographie ou en microscopie de force 
atomique comprendre l’effet de XerD sur l’ADN.  
L’incubation des fusions XerCγ et XerDγ avec une molécule d’ADN portant deux 
sites dif entraine la formation de 30% de synapses résistantes au traitement SDS et donc 
actives en recombinaison. Cette importante efficacité de formation de synapses comparée à 
celle de XerCD-dif s’explique par l’activation de la recombinaison par le domaine FtsKγ et 
donc par l’accumulation de jonctions de Holliday ou de produits totalement recombinés. 
Cependant, nous ne pouvons pas distinguer les synapses prêtes pour un premier échange du 
« brin bottom » ou un premier échange du « brin top ». Les synapses XerCD-dif clivant 
préférentiellement le « brin bottom » (Arciszewska et Sherratt, 1995) à l’instar des synapses 
Cre-loxP (Pinkney et al., 2012), nous pensons que les synapses recombinées sont des 
synapses antiparallèles dans lesquelles le « brin bottom » est clivé en premier.  
Les synapses XerCγ-Dγ-dif ne semblent pas très différentes d’un point de vue 
structural des synapses XerCD-dif. La différence d’amplitude observée entre les synapses et 
XerCγDγ-dif et XerCD-dif est faible. L’effet structural imposé par XerD est également 
observé avec XerDγ mais avec un niveau de déformation de l’ADN légèrement moins 
important mais significatif, suggérant que l’activation de XerD pourrait modifier la structure 
du complexe XerCD-dif. Cette hypothèse est renforcée par les structures cristallographiques 
de λInt-att qui par analogie suggèrent que la formation d’une jonction de Holliday suite à la 
coupure par XerD nécessite une configuration spéciale du complexe synaptique afin que les 
tyrosines catalytiques du couple de recombinases XerD soient bien positionnées sur les 
phosphates scissiles (Biswas et al., 2005). Ainsi, nous pensons que notre dispositif 
expérimental n’est pas assez sensible pour déceler la différence entre les configurations 
synaptiques de XerCD-dif et XerCγDγ-dif. Si l’activation de XerD par FtsKγ mène à une 
recombinaison complète, alors il faut croire que notre dispositif expérimental ne permet pas la 
détection de l’étape d’isomérisation. 
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La seule différence observée sur les synapses que nous avons étudiées en TPM 
consiste en une augmentation du taux de formation des synapses et une activation de la 
recombinaison en présence de FtsKγ. Il est très possible que les constantes d’association et de 
dissociation mesurées soient une moyenne de l’ensemble des contributions des différentes 
espèces de synapses pouvant exister.  
Pour aller plus loin dans la compréhension du contrôle du mécanisme de 
recombinaison XerCD-dif, Il serait intéressant de caractériser les réarrangements structuraux 
induits par la fixation des recombinases sauvages ou mutées fusionnées ou non au domaine 
FtsKγ. Il faudrait également étudier l’assemblage de la synapse par les techniques de pinces 
magnétiques ou optiques car leur plus grande résolution spatiale et temporelle peut apporter 
des éléments de réponse sur les changements structuraux du complexe synaptique lors de la 
















V. ANNEXES  
 
Tableau d’analyse de la figure R2 
 XerCD du 27/02/13 XerCD du 01/03/13 
Fit 
Proportion synapse 0,115 0,2150 
SD 19,12 15,23 
Moyenne 158,4 158,0 
Erreur standard 
Proportion 0,002859 0,004332 
SD 0,5688 0,3567 
Moyenne 0,5305 0,3421 
Intervalle de confiance à 95% 
Proportion 0,1094 à 0,1207 0,2064 à 0,2236 
SD 17,99 à 20,25 14,52 à 15,94 
Moyenne 157,4 à 159,5 157,3 à 158,7 
Justesse du fit 
Degrés de liberté 94 94 
𝑅2 0,9994 0,9978 
Nombre de points analysés 100 100 















Proportion synapse 0,2905 0,3702 
SD 14,19 16,94 
Moyenne 154,6 159,3 
Proportion 0,004269 0,008868 
SD 0,2430 0,4323 
Moyenne 0,2349 0,3387 
Proportion 0.2820 à 0.2990 0.3526 à 0.3878 
SD 13.71 à 14.67 16.08 à 17.80 
Moyenne 154.1 à 155.0 158.6 à 160.0 
Degrés de liberté 94 91 
𝑅2 0,9968 0,9980 










Analyses quantitatives liés à la figure R4 
XerCγ80Dγ80 du 06/03/13 : Tampon 50mM NaCl 




0 0,2758 0,3005 0,2761 0,2953 
SD 0 12,13 13,65 14,67 14,38 
Moyenne 0 155,8 155,1 152,9 154,3 
Erreur standard 
Proportion 0 0,003894 0,003410 0,003503 0,003161 
SD 0 0,1989 0,1807 0,2281 0,1869 
Moyenne 0 0,1955 0,1756 0,1927 0,1608 










SD 0 11,73 à 12,53 13,29 à 14,01 14,21 à 15,12 14,01 à 14,75 
Moyenne 0 155,5 à 156,2 154,7 à 155,4 152,5 à 153,2 154,0 à 154,6 
Justesse du fit 
Degrés de 
liberté 
97 94 94 94 94 














XerCγ80Dγ80 du 07/03/13 : Tampon 100mM NaCl 




0 0,2251 0,1461 0,1395 0,3449 
SD 0 13,69 11,51 11,25 18,54 
Moyenne 0 151,8 153,8 150,9 145,6 
Erreur standard 
Proportion 0 0,004636 0,01390 0,01113 0,01499 
SD 0 0,2571 0,6723 0,5585 0,4883 
Moyenne 0 0,2635 0,7367 0,5854 0,8807 














152,3 à 155,2 149,8 à 152,1 143,8 à 147,3 
Justesse du fit 
Degrés de 
liberté 
97 94 91 91 91 




















































































































































































































































































Tableau analyse quantitatif liés à la Figure R6  
 




0 0,3578 0,5056 0,1001 
SD 0 17,66 16,70 7,086 
Moyenne 0 147,1 140,8 152,6 
Erreur standard 
Proportion 0 0,007589 0,02767 0,02375 
SD 0 0,4418 0,3943 0,7951 
Moyenne 0 0,4209 0,2167 0,5854 






















Justesse du fit 
Degrés de 
liberté 
97 94 94 91 
























Abremski, K.E., and Hoess, R.H. (1992). Evidence for a second conserved arginine residue in 
the integrase family of recombination proteins. Protein Eng. 5, 87–91. 
Adams, D.E., Shekhtman, E.M., Zechiedrich, E.L., Schmid, M.B., and Cozzarelli, N.R. 
(1992). The role of topoisomerase IV in partitioning bacterial replicons and the structure of 
catenated intermediates in DNA replication. Cell 71, 277–288. 
Alén, C., Sherratt, D.J., and Colloms, S.D. (1997). Direct interaction of aminopeptidase A 
with recombination site DNA in Xer site-specific recombination. EMBO J. 16, 5188–5197. 
Ando, T., Kodera, N., Takai, E., Maruyama, D., Saito, K., and Toda, A. (2001). A high-speed 
atomic force microscope for studying biological macromolecules. Proc. Natl. Acad. Sci. 
U.S.A. 98, 12468–12472. 
Arciszewska, L.K., and Sherratt, D.J. (1995). Xer site-specific recombination in vitro. EMBO 
J. 14, 2112–2120. 
Arciszewska, L., Grainge, I., and Sherratt, D. (1995). Effects of Holliday junction position on 
Xer-mediated recombination in vitro. EMBO J 14, 2651–2660. 
Arciszewska, L.K., Grainge, I., and Sherratt, D.J. (1997). Action of site-specific recombinases 
XerC and XerD on tethered Holliday junctions. EMBO J 16, 3731–3743. 
Arciszewska, L.K., Baker, R.A., Hallet, B., and Sherratt, D.J. (2000). Coordinated control of 
XerC and XerD catalytic activities during holliday junction resolution. Journal of Molecular 
Biology 299, 391–403. 
Argos, P., Landy, A., Abremski, K., Egan, J.B., Haggard-Ljungquist, E., Hoess, R.H., Kahn, 
M.L., Kalionis, B., Narayana, S.V., and Pierson, L.S., 3rd (1986). The integrase family of 
site-specific recombinases: regional similarities and global diversity. EMBO J. 5, 433–440. 
Ashkin, A., Dziedzic, J.M., Bjorkholm, J.E., and Chu, S. (1986). Observation of a single-
beam gradient force optical trap for dielectric particles. Opt Lett 11, 288. 
Aussel, L., Barre, F.-X., Aroyo, M., Stasiak, A., Stasiak, A.Z., and Sherratt, D. (2002). FtsK 
Is a DNA Motor Protein that Activates Chromosome Dimer Resolution by Switching the 
Catalytic State of the XerC and XerD Recombinases. Cell 108, 195–205. 
Axelrod, D. (2001). Total internal reflection fluorescence microscopy in cell biology. Traffic 
2, 764–774. 
Azaro, M.A., and Landy, A. (1997). The isomeric preference of Holliday junctions influences 
resolution bias by lambda integrase. EMBO J. 16, 3744–3755. 
Barkley, M.D. (1981). Salt dependence of the kinetics of the lac repressor-operator 
interaction: role of nonoperator deoxyribonucleic acid in the association reaction. 
Biochemistry 20, 3833–3842. 




Barre, F.X., Aroyo, M., Colloms, S.D., Helfrich, A., Cornet, F., and Sherratt, D.J. (2000). 
FtsK functions in the processing of a Holliday junction intermediate during bacterial 
chromosome segregation. Genes Dev. 14, 2976–2988. 
Bates, D., Epstein, J., Boye, E., Fahrner, K., Berg, H., and Kleckner, N. (2005). The 
Escherichia coli baby cell column: a novel cell synchronization method provides new insight 
into the bacterial cell cycle. Mol. Microbiol. 57, 380–391. 
Bath, J., Sherratt, D.J., and Colloms, S.D. (1999). Topology of Xer recombination on 
catenanes produced by lambda integrase. J. Mol. Biol. 289, 873–883. 
Bellomy, G.R., and Record, M.T., Jr (1990). Stable DNA loops in vivo and in vitro: roles in 
gene regulation at a distance and in biophysical characterization of DNA. Prog. Nucleic Acid 
Res. Mol. Biol. 39, 81–128. 
Berg, O.G. (1978). On diffusion-controlled dissociation. Chemical Physics 31, 47–57. 
Berg, O.G., and von Hippel, P.H. (1985). Diffusion-controlled macromolecular interactions. 
Annu Rev Biophys Biophys Chem 14, 131–160. 
Berg, O.G., Winter, R.B., and von Hippel, P.H. (1981). Diffusion-driven mechanisms of 
protein translocation on nucleic acids. 1. Models and theory. Biochemistry 20, 6929–6948. 
Bigot, S., Corre, J., Louarn, J.-M., Cornet, F., and Barre, F.-X. (2004). FtsK activities in Xer 
recombination, DNA mobilization and cell division involve overlapping and separate domains 
of the protein. Mol. Microbiol. 54, 876–886. 
Bigot, S., Saleh, O.A., Lesterlin, C., Pages, C., El Karoui, M., Dennis, C., Grigoriev, M., 
Allemand, J.-F., Barre, F.-X., and Cornet, F. (2005). KOPS: DNA motifs that control E. coli 
chromosome segregation by orienting the FtsK translocase. EMBO J 24, 3770–3780. 
Bigot, S., Saleh, O.A., Cornet, F., Allemand, J.-F., and Barre, F.-X. (2006). Oriented loading 
of FtsK on KOPS. Nat Struct Mol Biol 13, 1026–1028. 
Bigot, S., Sivanathan, V., Possoz, C., Barre, F.-X., and Cornet, F. (2007). FtsK, a literate 
chromosome segregation machine. Mol. Microbiol. 64, 1434–1441. 
Bischerour, J., Spangenberg, C., and Barre, F.-X. (2012). Holliday junction affinity of the 
base excision repair factor Endo III contributes to cholera toxin phage integration. EMBO J. 
31, 3757-3767. 
Biswas, T., Aihara, H., Radman-Livaja, M., Filman, D., Landy, A., and Ellenberger, T. 
(2005). A structural basis for allosteric control of DNA recombination by lambda integrase. 
Nature 435, 1059–1066. 
Blake, J.A.R., Ganguly, N., and Sherratt, D.J. (1997). DNA sequence of recombinase-binding 
sites can determine Xer site-specific recombination outcome. Molecular Microbiology 23, 
387–398. 
Blakely, G., and Sherratt, D. (1996). Determinants of selectivity in Xer site-specific 
recombination. Genes Dev. 10, 762–773. 
Blakely, G.W., and Sherratt, D.J. (1994). Interactions of the site-specific recombinases XerC 
and XerD with the recombination site dif. Nucleic Acids Res 22, 5613–5620. 
72 
 
Blakely, G., Colloms, S., May, G., Burke, M., and Sherratt, D. (1991). Escherichia coli XerC 
recombinase is required for chromosomal segregation at cell division. New Biol. 3, 789–798. 
Blakely, G., May, G., McCulloch, R., Arciszewska, L.K., Burke, M., Lovett, S.T., and 
Sherratt, D.J. (1993). Two related recombinases are required for site-specific recombination at 
dif and cer in E. coli K12. Cell 75, 351–361. 
Blakely, G.W., Davidson, A.O., and Sherratt, D.J. (1997). Binding and cleavage of nicked 
substrates by site-specific recombinases XerC and XerD. J. Mol. Biol. 265, 30–39. 
Blakely, G.W., Davidson, A.O., and Sherratt, D.J. (2000). Sequential strand exchange by 
XerC and XerD during site-specific recombination at dif. J. Biol. Chem. 275, 9930–9936. 
Blattner, F.R., Plunkett, G., 3rd, Bloch, C.A., Perna, N.T., Burland, V., Riley, M., Collado-
Vides, J., Glasner, J.D., Rode, C.K., Mayhew, G.F., et al. (1997). The complete genome 
sequence of Escherichia coli K-12. Science 277, 1453–1462. 
Block, S.M. (1992). Making light work with optical tweezers. Nature 360, 493–495. 
Bonné, L., Bigot, S., Chevalier, F., Allemand, J.-F., and Barre, F.-X. (2009). Asymmetric 
DNA requirements in Xer recombination activation by FtsK. Nucleic Acids Res 37, 2371–
2380. 
Borowiec, J.A., Zhang, L., Sasse-Dwight, S., and Gralla, J.D. (1987). DNA supercoiling 
promotes formation of a bent repression loop in lac DNA. J. Mol. Biol. 196, 101–111. 
Bouvier, M., Demarre, G., and Mazel, D. (2005). Integron cassette insertion: a recombination 
process involving a folded single strand substrate. EMBO J. 24, 4356–4367. 
Bregu, M., Sherratt, D.J., and Colloms, S.D. (2002). Accessory factors determine the order of 
strand exchange in Xer recombination at psi. EMBO J 21, 3888–3897. 
Bryant, Z., Stone, M.D., Gore, J., Smith, S.B., Cozzarelli, N.R., and Bustamante, C. (2003). 
Structural transitions and elasticity from torque measurements on DNA. Nature 424, 338–341. 
Burgin, A.B., Jr, and Nash, H.A. (1995). Suicide substrates reveal properties of the 
homology-dependent steps during integrative recombination of bacteriophage lambda. Curr. 
Biol. 5, 1312–1321. 
Bushman, W., Thompson, J.F., Vargas, L., and Landy, A. (1985). Control of directionality in 
lambda site specific recombination. Science 230, 906–911. 
Bustamante, C. (1994). Probing biological surfaces. Science 264, 296. 
Bustamante, C., Marko, J.F., Siggia, E.D., and Smith, S. (1994). Entropic elasticity of 
lambda-phage DNA. Science 265, 1599–1600. 
Bustamante, C., Bryant, Z., and Smith, S.B. (2003). Ten years of tension: single-molecule 
DNA mechanics. Nature 421, 423–427. 
Campos, J., Martínez, E., Suzarte, E., Rodríguez, B.L., Marrero, K., Silva, Y., Ledón, T., del 
Sol, R., and Fando, R. (2003). VGJ phi, a novel filamentous phage of Vibrio cholerae, 
integrates into the same chromosomal site as CTX phi. J. Bacteriol. 185, 5685–5696. 
73 
 
Capiaux, H., Cornet, F., Corre, J., Guijo, M.I., Pérals, K., Rebollo, J.E., and Louarn, J.M. 
(2001). Polarization of the Escherichia coli chromosome. A view from the terminus. 
Biochimie 83, 161–170. 
Capiaux, H., Lesterlin, C., Pérals, K., Louarn, J.M., and Cornet, F. (2002). A dual role for the 
FtsK protein in Escherichia coli chromosome segregation. EMBO Rep 3, 532–536. 
Carnoy, C., and Roten, C.-A. (2009). The dif/Xer recombination systems in proteobacteria. 
PLoS ONE 4, e6531. 
Cattoni, D.I., Chara, O., Godefroy, C., Margeat, E., Trigueros, S., Milhiet, P.-E., and 
Nöllmann, M. (2013). SpoIIIE mechanism of directional translocation involves target search 
coupled to sequence-dependent motor stimulation. EMBO Rep. 14, 473–479. 
Champoux, J.J. (2001). DNA topoisomerases: structure, function, and mechanism. Annu. 
Rev. Biochem. 70, 369–413. 
Chen, Y., and Rice, P.A. (2003). New insight into site-specific recombination from Flp 
recombinase-DNA structures. Annu Rev Biophys Biomol Struct 32, 135–159. 
Chen, J.W., Lee, J., and Jayaram, M. (1992). DNA cleavage in trans by the active site tyrosine 
during Flp recombination: switching protein partners before exchanging strands. Cell 69, 
647–658. 
Chen, Y., Narendra, U., Iype, L.E., Cox, M.M., and Rice, P.A. (2000). Crystal structure of a 
Flp recombinase-Holliday junction complex: assembly of an active oligomer by helix 
swapping. Mol. Cell 6, 885–897. 
Clark, K.L., Halay, E.D., Lai, E., and Burley, S.K. (1993). Co-crystal structure of the HNF-
3/fork head DNA-recognition motif resembles histone H5. Nature 364, 412–420. 
Colloms, S.D., Sykora, P., Szatmari, G., and Sherratt, D.J. (1990). Recombination at ColE1 
cer requires the Escherichia coli xerC gene product, a member of the lambda integrase family 
of site-specific recombinases. J. Bacteriol. 172, 6973–6980. 
Colloms, S.D., McCulloch, R., Grant, K., Neilson, L., and Sherratt, D.J. (1996). Xer-mediated 
site-specific recombination in vitro. EMBO J 15, 1172–1181. 
Colloms, S.D., Bath, J., and Sherratt, D.J. (1997). Topological selectivity in Xer site-specific 
recombination. Cell 88, 855–864. 
Colloms, S.D., Alén, C., and Sherratt, D.J. (1998). The ArcA/ArcB two-component regulatory 
system of Escherichia coli is essential for Xer site-specific recombination at psi. Mol. 
Microbiol. 28, 521–530. 
Cornet, F., Mortier, I., Patte, J., and Louarn, J.M. (1994). Plasmid pSC101 harbors a 
recombination site, psi, which is able to resolve plasmid multimers and to substitute for the 
analogous chromosomal Escherichia coli site dif. J. Bacteriol. 176, 3188–3195. 
Crozat, E., Meglio, A., Allemand, J.-F., Chivers, C.E., Howarth, M., Vénien-Bryan, C., 
Grainge, I., and Sherratt, D.J. (2010). Separating speed and ability to displace roadblocks 
during DNA translocation by FtsK. EMBO J. 29, 1423–1433. 
Das, B., Bischerour, J., Val, M.-E., and Barre, F.-X. (2010). Molecular keys of the tropism of 
integration of the cholera toxin phage. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 107, 4377–4382. 
74 
 
Das, B., Bischerour, J., and Barre, F.-X. (2011). VGJ{phi} integration and excision 
mechanisms contribute to the genetic diversity of Vibrio cholerae epidemic strains. Proc. 
Natl. Acad. Sci. U.S.A 108, 2516–2521. 
Das, B., Martínez, E., Midonet, C., and Barre, F.-X. (2013). Integrative mobile elements 
exploiting Xer recombination. Trends Microbiol. 21, 23–30. 
Dillard, J.P., and Seifert, H.S. (2001). A variable genetic island specific for Neisseria 
gonorrhoeae is involved in providing DNA for natural transformation and is found more often 
in disseminated infection isolates. Mol. Microbiol. 41, 263–277. 
Dixon, J.E., and Sadowski, P.D. (1993). Resolution of synthetic chi structures by the FLP 
site-specific recombinase. J. Mol. Biol. 234, 522–533. 
Domínguez, N.M., Hackett, K.T., and Dillard, J.P. (2011). XerCD-mediated site-specific 
recombination leads to loss of the 57-kilobase gonococcal genetic island. J. Bacteriol. 193, 
377–388. 
Dorazi, R., and Dewar, S.J. (2000). Membrane topology of the N-terminus of the Escherichia 
coli FtsK division protein. FEBS Lett. 478, 13–18. 
Douarche, N., and Cocco, S. (2005). Protein-mediated DNA loops: effects of protein bridge 
size and kinks. Phys Rev E Stat Nonlin Soft Matter Phys 72, 061902. 
Draper, G.C., McLennan, N., Begg, K., Masters, M., and Donachie, W.D. (1998). Only the N-
terminal domain of FtsK functions in cell division. J. Bacteriol. 180, 4621–4627. 
Dubarry, N., Possoz, C., and Barre, F.-X. (2010). Multiple regions along the Escherichia coli 
FtsK protein are implicated in cell division. Mol. Microbiol. 78, 1088–1100. 
Van Duyne, G.D. (2001). A structural view of cre-loxp site-specific recombination. Annu Rev 
Biophys Biomol Struct 30, 87–104. 
Van Duyne, G.D. (2005). Lambda integrase: armed for recombination. Curr. Biol. 15, R658–
660. 
Eigen, M., and Rigler, R. (1994). Sorting single molecules: application to diagnostics and 
evolutionary biotechnology. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 91, 5740–5747. 
Ennifar, E., Meyer, J.E.W., Buchholz, F., Stewart, A.F., and Suck, D. (2003). Crystal 
structure of a wild-type Cre recombinase-loxP synapse reveals a novel spacer conformation 
suggesting an alternative mechanism for DNA cleavage activation. Nucleic Acids Res. 31, 
5449–5460. 
Espeli, O., Lee, C., and Marians, K.J. (2003a). A physical and functional interaction between 
Escherichia coli FtsK and topoisomerase IV. J. Biol. Chem. 278, 44639–44644. 
Espeli, O., Levine, C., Hassing, H., and Marians, K.J. (2003b). Temporal regulation of 
topoisomerase IV activity in E. coli. Mol. Cell 11, 189–201. 
Espéli, O., and Boccard, F. (2006). Organization of the Escherichia coli chromosome into 
macrodomains and its possible functional implications. J. Struct. Biol. 156, 304–310. 
Esposito, D., and Scocca, J.J. (1997). The integrase family of tyrosine recombinases: 
evolution of a conserved active site domain. Nucleic Acids Res. 25, 3605–3614. 
75 
 
Evans, B.R., Chen, J.W., Parsons, R.L., Bauer, T.K., Teplow, D.B., and Jayaram, M. (1990). 
Identification of the active site tyrosine of Flp recombinase. Possible relevance of its location 
to the mechanism of recombination. J. Biol. Chem. 265, 18504–18510. 
Fan, H.-F. (2012). Real-Time Single-Molecule Tethered Particle Motion Experiments Reveal 
the Kinetics and Mechanisms of Cre-Mediated Site-Specific Recombination. Nucl. Acids Res. 
40, 6208-6022 
Fan, H.-F., Ma, C.-H., and Jayaram, M. (2013). Real-time single-molecule tethered particle 
motion analysis reveals mechanistic similarities and contrasts of Flp site-specific recombinase 
with Cre and λ Int. Nucleic Acids Res. 41, 7031-7047 
Fang, Y., Spisz, T.S., and Hoh, J.H. (1999). Ethanol-induced structural transitions of DNA on 
mica. Nucleic Acids Res. 27, 1943–1949. 
Ferreira, H., Sherratt, D., and Arciszewska, L. (2001). Switching catalytic activity in the 
XerCD site-specific recombination machine. J. Mol. Biol. 312, 45–57. 
Finzi, L., and Gelles, J. (1995). Measurement of lactose repressor-mediated loop formation 
and breakdown in single DNA molecules. Science 267, 378–380. 
Gajiwala, K.S., and Burley, S.K. (2000). Winged helix proteins. Curr. Opin. Struct. Biol. 10, 
110–116. 
Gao, R., Zhang, Y., Choudhury, A.K., Dedkova, L.M., and Hecht, S.M. (2005). Analogues of 
vaccinia virus DNA topoisomerase I modified at the active site tyrosine. J. Am. Chem. Soc. 
127, 3321–3331. 
Ghosh, K., Lau, C.-K., Gupta, K., and Van Duyne, G.D. (2005). Preferential synapsis of loxP 
sites drives ordered strand exchange in Cre-loxP site-specific recombination. Nat. Chem. 
Biol. 1, 275–282. 
Ghosh, K., Guo, F., and Van Duyne, G.D. (2007). Synapsis of loxP sites by Cre recombinase. 
J. Biol. Chem 282, 24004–24016. 
Gibb, B., Gupta, K., Ghosh, K., Sharp, R., Chen, J., and Van Duyne, G.D. (2010). 
Requirements for catalysis in the Cre recombinase active site. Nucleic Acids Res 38, 5817–
5832. 
Gitai, Z., Thanbichler, M., and Shapiro, L. (2005). The choreographed dynamics of bacterial 
chromosomes. Trends Microbiol. 13, 221–228. 
Gopaul, D.N., and Duyne, G.D. (1999). Structure and mechanism in site-specific 
recombination. Curr. Opin. Struct. Biol. 9, 14–20. 
Gopaul, D.N., Guo, F., and Van Duyne, G.D. (1998). Structure of the Holliday junction 
intermediate in Cre-loxP site-specific recombination. EMBO J. 17, 4175–4187. 
Gorman, J., Fazio, T., Wang, F., Wind, S., and Greene, E.C. (2010). Nanofabricated racks of 
aligned and anchored DNA substrates for single-molecule imaging. Langmuir 26, 1372–1379. 
Gosse, C., and Croquette, V. (2002). Magnetic tweezers: micromanipulation and force 
measurement at the molecular level. Biophys. J. 82, 3314–3329. 
76 
 
Gowers, D.M., and Halford, S.E. (2003). Protein motion from non-specific to specific DNA 
by three-dimensional routes aided by supercoiling. EMBO J. 22, 1410–1418. 
Graham, J.E., Sherratt, D.J., and Szczelkun, M.D. (2010a). Sequence-specific assembly of 
FtsK hexamers establishes directional translocation on DNA. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 
107, 20263–20268. 
Graham, J.E., Sivanathan, V., Sherratt, D.J., and Arciszewska, L.K. (2010b). FtsK 
translocation on DNA stops at XerCD-dif. Nucleic Acids Res 38, 72–81. 
Grainge, I., and Jayaram, M. (1999). The integrase family of recombinase: organization and 
function of the active site. Mol. Microbiol. 33, 449–456. 
Grainge, I., Bregu, M., Vazquez, M., Sivanathan, V., Ip, S.C.Y., and Sherratt, D.J. (2007). 
Unlinking chromosome catenanes in vivo by site-specific recombination. EMBO J. 26, 4228–
4238. 
Grainge, I., Lesterlin, C., and Sherratt, D.J. (2011). Activation of XerCD-dif recombination 
by the FtsK DNA translocase. Nucleic Acids Res. 39, 5140-5148 
Grenga, L., Luzi, G., Paolozzi, L., and Ghelardini, P. (2008). The Escherichia coli FtsK 
functional domains involved in its interaction with its divisome protein partners. FEMS 
Microbiol. Lett. 287, 163–167. 
Grindley, N.D.F., Whiteson, K.L., and Rice, P.A. (2006). Mechanisms of site-specific 
recombination. Annu. Rev. Biochem 75, 567–605. 
Guo, F., Gopaul, D.N., and van Duyne, G.D. (1997). Structure of Cre recombinase complexed 
with DNA in a site-specific recombination synapse. Nature 389, 40–46. 
Guo, F., Gopaul, D.N., and Van Duyne, G.D. (1999). Asymmetric DNA bending in the Cre-
loxP site-specific recombination synapse. Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 96, 7143–7148. 
Halford, S.E., and Marko, J.F. (2004). How do site-specific DNA-binding proteins find their 
targets? Nucleic Acids Res. 32, 3040–3052. 
Halford, S.E., and Szczelkun, M.D. (2002). How to get from A to B: strategies for analysing 
protein motion on DNA. Eur. Biophys. J. 31, 257–267. 
Hall, R.M., and Collis, C.M. (1995). Mobile gene cassettes and integrons: capture and spread 
of genes by site-specific recombination. Mol. Microbiol. 15, 593–600. 
Hallet, B., and Sherratt, D.J. (1997). Transposition and site-specific recombination: adapting 
DNA cut-and-paste mechanisms to a variety of genetic rearrangements. FEMS Microbiol. 
Rev. 21, 157–178. 
Hallet, B., Arciszewska, L.K., and Sherratt, D.J. (1999). Reciprocal control of catalysis by the 
tyrosine recombinases XerC and XerD: an enzymatic switch in site-specific recombination. 
Mol. Cell 4, 949–959. 
Hamilton, D.L., and Abremski, K. (1984). Site-specific recombination by the bacteriophage 
P1 lox-Cre system. Cre-mediated synapsis of two lox sites. J. Mol. Biol. 178, 481–486. 
77 
 
Hassan, F., Kamruzzaman, M., Mekalanos, J.J., and Faruque, S.M. (2010). Satellite phage 
TLCφ enables toxigenic conversion by CTX phage through dif site alteration. Nature 467, 
982–985. 
Hayes, F., and Sherratt, D.J. (1997). Recombinase binding specificity at the chromosome 
dimer resolution site dif of Escherichia coli. J. Mol. Biol. 266, 525–537. 
Hendricks, E.C., Szerlong, H., Hill, T., and Kuempel, P. (2000). Cell division, guillotining of 
dimer chromosomes and SOS induction in resolution mutants (dif, xerC and xerD) of 
Escherichia coli. Mol. Microbiol. 36, 973–981. 
Von Hippel, P.H., and Berg, O.G. (1989). Facilitated target location in biological systems. J. 
Biol. Chem. 264, 675–678. 
Hoess, R.H., and Abremski, K. (1985). Mechanism of strand cleavage and exchange in the 
Cre-lox site-specific recombination system. J. Mol. Biol. 181, 351–362. 
Hoess, R.H., Wierzbicki, A., and Abremski, K. (1986). The role of the loxP spacer region in 
P1 site-specific recombination. Nucleic Acids Res. 14, 2287–2300. 
Hoffmann, T., and Dougan, L. (2012). Single molecule force spectroscopy using polyproteins. 
Chem Soc Rev 41, 4781–4796. 
Hogan, M., LeGrange, J., and Austin, B. (1983). Dependence of DNA helix flexibility on 
base composition. Nature 304, 752–754. 
Hojgaard, A., Szerlong, H., Tabor, C., and Kuempel, P. (1999). Norfloxacin-induced DNA 
cleavage occurs at the dif resolvase locus in Escherichia coli and is the result of interaction 
with topoisomerase IV. Mol. Microbiol. 33, 1027–1036. 
Hsieh, W.T., Whitson, P.A., Matthews, K.S., and Wells, R.D. (1987). Influence of sequence 
and distance between two operators on interaction with the lac repressor. J. Biol. Chem. 262, 
14583–14591. 
Huber, K.E., and Waldor, M.K. (2002). Filamentous phage integration requires the host 
recombinases XerC and XerD. Nature 417, 656–659. 
Huffman, K.E., and Levene, S.D. (1999). DNA-sequence asymmetry directs the alignment of 
recombination sites in the FLP synaptic complex. J. Mol. Biol. 286, 1–13. 
Ip, S.C.Y., Bregu, M., Barre, F.-X., and Sherratt, D.J. (2003). Decatenation of DNA circles by 
FtsK-dependent Xer site-specific recombination. EMBO J. 22, 6399–6407. 
Iyer, L.M., Makarova, K.S., Koonin, E.V., and Aravind, L. (2004). Comparative genomics of 
the FtsK-HerA superfamily of pumping ATPases: implications for the origins of chromosome 
segregation, cell division and viral capsid packaging. Nucleic Acids Res. 32, 5260–5279. 
Jayaram, M. (1985). Two-micrometer circle site-specific recombination: the minimal 
substrate and the possible role of flanking sequences. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 82, 5875–
5879. 
Kapanidis, A.N., and Strick, T. (2009). Biology, one molecule at a time. Trends Biochem. 
Sci. 34, 234–243. 
78 
 
Kitts, P.A., and Nash, H.A. (1988). An intermediate in the phage lambda site-specific 
recombination reaction is revealed by phosphorothioate substitution in DNA. Nucleic Acids 
Res. 16, 6839–6856. 
Klemm, P. (1986). Two regulatory fim genes, fimB and fimE, control the phase variation of 
type 1 fimbriae in Escherichia coli. EMBO J. 5, 1389–1393. 
Klippel, A., Kanaar, R., Kahmann, R., and Cozzarelli, N.R. (1993). Analysis of strand 
exchange and DNA binding of enhancer-independent Gin recombinase mutants. EMBO J. 12, 
1047–1057. 
Kowalczykowski, S.C. (2000). Initiation of genetic recombination and recombination-
dependent replication. Trends Biochem. Sci. 25, 156–165. 
Krogh, B.O., and Shuman, S. (2002). Proton relay mechanism of general acid catalysis by 
DNA topoisomerase IB. J. Biol. Chem. 277, 5711–5714. 
Kuempel, P.L., Henson, J.M., Dircks, L., Tecklenburg, M., and Lim, D.F. (1991). dif, a recA-
independent recombination site in the terminus region of the chromosome of Escherichia coli. 
New Biol. 3, 799–811. 
Di Lallo, G., Fagioli, M., Barionovi, D., Ghelardini, P., and Paolozzi, L. (2003). Use of a two-
hybrid assay to study the assembly of a complex multicomponent protein machinery: bacterial 
septosome differentiation. Microbiology 149, 3353–3359. 
Lam, S.T., Stahl, M.M., McMilin, K.D., and Stahl, F.W. (1974). Rec-mediated 
recombinational hot spot activity in bacteriophage lambda. II. A mutation which causes hot 
spot activity. Genetics 77, 425–433. 
Lane, D., de Feyter, R., Kennedy, M., Phua, S.H., and Semon, D. (1986). D protein of miniF 
plasmid acts as a repressor of transcription and as a site-specific resolvase. Nucleic Acids Res. 
14, 9713–9728. 
Laurens, N., Bellamy, S.R.W., Harms, A.F., Kovacheva, Y.S., Halford, S.E., and Wuite, 
G.J.L. (2009). Dissecting protein-induced DNA looping dynamics in real time. Nucleic Acids 
Res 37, 5454–5464. 
Lee, L., and Sadowski, P.D. (2001). Directional resolution of synthetic holliday structures by 
the Cre recombinase. J. Biol. Chem. 276, 31092–31098. 
Lee, J., Tonozuka, T., and Jayaram, M. (1997). Mechanism of active site exclusion in a site-
specific recombinase: role of the DNA substrate in conferring half-of-the-sites activity. Genes 
Dev. 11, 3061–3071. 
Lee, J., Tribble, G., and Jayaram, M. (2000). Resolution of tethered antiparallel and parallel 
holliday junctions by the Flp site-specific recombinase. J. Mol. Biol. 296, 403–419. 
Lee, J.Y., Finkelstein, I.J., Crozat, E., Sherratt, D.J., and Greene, E.C. (2012). Single-
molecule imaging of DNA curtains reveals mechanisms of KOPS sequence targeting by the 
DNA translocase FtsK. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 109, 6531–6536. 
Lee, L., Chu, L.C.H., and Sadowski, P.D. (2003). Cre induces an asymmetric DNA bend in its 
target loxP site. J. Biol. Chem. 278, 23118–23129. 
79 
 
Leslie, N.R., and Sherratt, D.J. (1995). Site-specific recombination in the replication terminus 
region of Escherichia coli: functional replacement of dif. EMBO J 14, 1561–1570. 
Lesterlin, C., Pages, C., Dubarry, N., Dasgupta, S., and Cornet, F. (2008). Asymmetry of 
chromosome Replichores renders the DNA translocase activity of FtsK essential for cell 
division and cell shape maintenance in Escherichia coli. PLoS Genet. 4, e1000288. 
Levy, O., Ptacin, J.L., Pease, P.J., Gore, J., Eisen, M.B., Bustamante, C., and Cozzarelli, N.R. 
(2005). Identification of oligonucleotide sequences that direct the movement of the 
Escherichia coli FtsK translocase. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 102, 17618–17623. 
Lindsay, S.M., Nagahara, L.A., Thundat, T., Knipping, U., Rill, R.L., Drake, B., Prater, C.B., 
Weisenhorn, A.L., Gould, S.A., and Hansma, P.K. (1989). STM and AFM images of 
nucleosome DNA under water. J. Biomol. Struct. Dyn. 7, 279–287. 
Liu, L.F., Liu, C.C., and Alberts, B.M. (1980). Type II DNA topoisomerases: enzymes that 
can unknot a topologically knotted DNA molecule via a reversible double-strand break. Cell 
19, 697–707. 
Łobocka, M.B., Rose, D.J., Plunkett, G., 3rd, Rusin, M., Samojedny, A., Lehnherr, H., 
Yarmolinsky, M.B., and Blattner, F.R. (2004). Genome of bacteriophage P1. J. Bacteriol. 186, 
7032–7068. 
Lobry, J.R., and Louarn, J.-M. (2003). Polarisation of prokaryotic chromosomes. Curr. Opin. 
Microbiol. 6, 101–108. 
Lohman, T.M. (1986). Kinetics of protein-nucleic acid interactions: use of salt effects to 
probe mechanisms of interaction. CRC Crit. Rev. Biochem. 19, 191–245. 
Loot, C., Ducos-Galand, M., Escudero, J.A., Bouvier, M., and Mazel, D. (2012). Replicative 
resolution of integron cassette insertion. Nucleic Acids Res. 40, 8361–8370. 
Löwe, J., Ellonen, A., Allen, M.D., Atkinson, C., Sherratt, D.J., and Grainge, I. (2008). 
Molecular mechanism of sequence-directed DNA loading and translocation by FtsK. Mol. 
Cell 31, 498–509. 
Luetke, K.H., and Sadowski, P.D. (1995). The role of DNA bending in Flp-mediated site-
specific recombination. J. Mol. Biol. 251, 493–506. 
Manghi, M., Tardin, C., Baglio, J., Rousseau, P., Salomé, L., and Destainville, N. (2010). 
Probing DNA conformational changes with high temporal resolution by tethered particle 
motion. Phys Biol 7, 046003. 
Marini, J.C., Levene, S.D., Crothers, D.M., and Englund, P.T. (1982). Bent helical structure 
in kinetoplast DNA. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 79, 7664–7668. 
Marszalek, P.E., and Dufrêne, Y.F. (2012). Stretching single polysaccharides and proteins 
using atomic force microscopy. Chem Soc Rev 41, 3523–3534. 
Massey, T.H., Aussel, L., Barre, F.-X., and Sherratt, D.J. (2004). Asymmetric activation of 
Xer site-specific recombination by FtsK. EMBO Rep 5, 399–404. 
Massey, T.H., Mercogliano, C.P., Yates, J., Sherratt, D.J., and Löwe, J. (2006). Double-




McCulloch, R., Coggins, L.W., Colloms, S.D., and Sherratt, D.J. (1994). Xer-mediated site-
specific recombination at cer generates Holliday junctions in vivo. EMBO J. 13, 1844–1855. 
Michel, B., Boubakri, H., Baharoglu, Z., LeMasson, M., and Lestini, R. (2007). 
Recombination proteins and rescue of arrested replication forks. DNA Repair 6, 967–980. 
Mills, J.B., and Hagerman, P.J. (2004). Origin of the intrinsic rigidity of DNA. Nucleic Acids 
Res. 32, 4055–4059. 
Minh, P.N.L., Devroede, N., Massant, J., Maes, D., and Charlier, D. (2009). Insights into the 
architecture and stoichiometry of Escherichia coli PepA*DNA complexes involved in 
transcriptional control and site-specific DNA recombination by atomic force microscopy. 
Nucleic Acids Res. 37, 1463–1476. 
Moyer, K.E., Kimsey, H.H., and Waldor, M.K. (2001). Evidence for a rolling-circle 
mechanism of phage DNA synthesis from both replicative and integrated forms of CTXphi. 
Mol. Microbiol. 41, 311–323. 
Mumm, J.P., Landy, A., and Gelles, J. (2006). Viewing single lambda site-specific 
recombination events from start to finish. EMBO J. 25, 4586–4595. 
Murphy, F.V., 4th, and Churchill, M.E. (2000). Nonsequence-specific DNA recognition: a 
structural perspective. Structure 8, R83–89. 
Nash, H.A., and Robertson, C.A. (1989). Heteroduplex substrates for bacteriophage lambda 
site-specific recombination: cleavage and strand transfer products. EMBO J. 8, 3523–3533. 
Nelson, P.C., Zurla, C., Brogioli, D., Beausang, J.F., Finzi, L., and Dunlap, D. (2006). 
Tethered particle motion as a diagnostic of DNA tether length. J Phys Chem B 110, 17260–
17267. 
Neuman, K.C., and Nagy, A. (2008). Single-molecule force spectroscopy: optical tweezers, 
magnetic tweezers and atomic force microscopy. Nat. Methods 5, 491–505. 
Nie, S., Chiu, D.T., and Zare, R.N. (1994). Probing individual molecules with confocal 
fluorescence microscopy. Science 266, 1018–1021. 
Nolivos, S., Pages, C., Rousseau, P., Le Bourgeois, P., and Cornet, F. (2010). Are two better 
than one? Analysis of an FtsK/Xer recombination system that uses a single recombinase. 
Nucleic Acids Res 38, 6477–6489. 
Nunes-Düby, S.E., Tirumalai, R.S., Dorgai, L., Yagil, E., Weisberg, R.A., and Landy, A. 
(1994). Lambda integrase cleaves DNA in cis. EMBO J. 13, 4421–4430. 
Nunes-Düby, S.E., Azaro, M.A., and Landy, A. (1995). Swapping DNA strands and sensing 
homology without branch migration in lambda site-specific recombination. Curr. Biol. 5, 
139–148. 
Nunes-Düby, S.E., Kwon, H.J., Tirumalai, R.S., Ellenberger, T., and Landy, A. (1998). 
Similarities and differences among 105 members of the Int family of site-specific 
recombinases. Nucleic Acids Res. 26, 391–406. 
Odijk, T. (2004). Statics and dynamics of condensed DNA within phages and globules. Philos 
Transact A Math Phys Eng Sci 362, 1497–1517. 
81 
 
Orelma, H., Johansson, L., Filpponen, I., Rojas, O.J., and Laine, J. (2012). Generic method 
for attaching biomolecules via avidin-biotin complexes immobilized on films of regenerated 
and nanofibrillar cellulose. Biomacromolecules 13, 2802–2810. 
Palmeri, J., Manghi, M., and Destainville, N. (2007). Thermal denaturation of fluctuating 
DNA driven by bending entropy. Phys. Rev. Lett. 99, 088103. 
Pargellis, C.A., Nunes-Düby, S.E., de Vargas, L.M., and Landy, A. (1988). Suicide 
recombination substrates yield covalent lambda integrase-DNA complexes and lead to 
identification of the active site tyrosine. J. Biol. Chem. 263, 7678–7685. 
Pauling, L., and Corey, R.B. (1953). A Proposed Structure For The Nucleic Acids. Proc. Natl. 
Acad. Sci. U.S.A. 39, 84–97. 
Pease, P.J., Levy, O., Cost, G.J., Gore, J., Ptacin, J.L., Sherratt, D., Bustamante, C., and 
Cozzarelli, N.R. (2005). Sequence-directed DNA translocation by purified FtsK. Science 307, 
586–590. 
Peng, H., and Marians, K.J. (1993). Decatenation activity of topoisomerase IV during oriC 
and pBR322 DNA replication in vitro. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 90, 8571–8575. 
Pérals, K., Cornet, F., Merlet, Y., Delon, I., and Louarn, J.M. (2000). Functional polarization 
of the Escherichia coli chromosome terminus: the dif site acts in chromosome dimer 
resolution only when located between long stretches of opposite polarity. Mol. Microbiol. 36, 
33–43. 
Perkins, T.T., Dalal, R.V., Mitsis, P.G., and Block, S.M. (2003). Sequence-dependent pausing 
of single lambda exonuclease molecules. Science 301, 1914–1918. 
Peterman, E.J.G., Gittes, F., and Schmidt, C.F. (2003). Laser-induced heating in optical traps. 
Biophys. J. 84, 1308–1316. 
Pinkney, J.N.M., Zawadzki, P., Mazuryk, J., Arciszewska, L.K., Sherratt, D.J., and Kapanidis, 
A.N. (2012). Capturing reaction paths and intermediates in Cre-loxP recombination using 
single-molecule fluorescence. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 
Pouget, N., Dennis, C., Turlan, C., Grigoriev, M., Chandler, M., and Salomé, L. (2004). 
Single-particle tracking for DNA tether length monitoring. Nucleic Acids Res 32, e73. 
Ptacin, J.L., Nöllmann, M., Bustamante, C., and Cozzarelli, N.R. (2006). Identification of the 
FtsK sequence-recognition domain. Nat. Struct. Mol. Biol. 13, 1023–1025. 
Ptacin, J.L., Nollmann, M., Becker, E.C., Cozzarelli, N.R., Pogliano, K., and Bustamante, C. 
(2008). Sequence-directed DNA export guides chromosome translocation during sporulation 
in Bacillus subtilis. Nat. Struct. Mol. Biol. 15, 485–493. 
Ptashne, M., and Gann, A. (2002). Genes & Signals (Cold Spring Harbor Laboratory Press). 
Qian, X.H., Inman, R.B., and Cox, M.M. (1990). Protein-based asymmetry and protein-
protein interactions in FLP recombinase-mediated site-specific recombination. J. Biol. Chem. 
265, 21779–21788. 
Reyes-Lamothe, R., Wang, X., and Sherratt, D. (2008). Escherichia coli and its chromosome. 
Trends Microbiol 16, 238–245. 
82 
 
Richter, P.H., and Eigen, M. (1974). Diffusion controlled reaction rates in spheroidal 
geometry. Application to repressor--operator association and membrane bound enzymes. 
Biophys. Chem. 2, 255–263. 
Riggs, A.D., Bourgeois, S., and Cohn, M. (1970). The lac repressor-operator interaction. 3. 
Kinetic studies. J. Mol. Biol. 53, 401–417. 
Rubin, E.J., Lin, W., Mekalanos, J.J., and Waldor, M.K. (1998). Replication and integration 
of a Vibrio cholerae cryptic plasmid linked to the CTX prophage. Mol. Microbiol. 28, 1247–
1254. 
Rybenkov, V.V., Ullsperger, C., Vologodskii, A.V., and Cozzarelli, N.R. (1997). 
Simplification of DNA topology below equilibrium values by type II topoisomerases. Science 
277, 690–693. 
Saleh, O.A., Pérals, C., Barre, F.-X., and Allemand, J.-F. (2004). Fast, DNA-sequence 
independent translocation by FtsK in a single-molecule experiment. EMBO J. 23, 2430–2439. 
Sarkar, A., Léger, J.F., Chatenay, D., and Marko, J.F. (2001). Structural transitions in DNA 
driven by external force and torque. Phys Rev E Stat Nonlin Soft Matter Phys 63, 051903. 
Schafer, D.A., Gelles, J., Sheetz, M.P., and Landick, R. (1991). Transcription by single 
molecules of RNA polymerase observed by light microscopy. Nature 352, 444–448. 
Schellman, J.A. (1980). The flexibility of DNA. I. Thermal fluctuations. Biophys. Chem. 11, 
321–328. 
Schwartz, C.J., and Sadowski, P.D. (1989). FLP recombinase of the 2 microns circle plasmid 
of Saccharomyces cerevisiae bends its DNA target. Isolation of FLP mutants defective in 
DNA bending. J. Mol. Biol. 205, 647–658. 
Segall, D.E., Nelson, P.C., and Phillips, R. (2006). Volume-exclusion effects in tethered-
particle experiments: bead size matters. Phys. Rev. Lett 96, 088306. 
Senecoff, J.F., and Cox, M.M. (1986). Directionality in FLP protein-promoted site-specific 
recombination is mediated by DNA-DNA pairing. J. Biol. Chem. 261, 7380–7386. 
Sherratt, D.J. (2003). Bacterial chromosome dynamics. Science 301, 780–785. 
Sherratt, D.J., Arciszewska, L.K., Blakely, G., Colloms, S., Grant, K., Leslie, N., and 
McCulloch, R. (1995). Site-specific recombination and circular chromosome segregation. 
Philos. Trans. R. Soc. Lond., B, Biol. Sci. 347, 37–42. 
Sivanathan, V., Allen, M.D., de Bekker, C., Baker, R., Arciszewska, L.K., Freund, S.M., 
Bycroft, M., Löwe, J., and Sherratt, D.J. (2006). The FtsK gamma domain directs oriented 
DNA translocation by interacting with KOPS. Nat. Struct. Mol. Biol. 13, 965–972. 
Smith, G.R., Kunes, S.M., Schultz, D.W., Taylor, A., and Triman, K.L. (1981). Structure of 
chi hotspots of generalized recombination. Cell 24, 429–436. 
Smith, S.B., Finzi, L., and Bustamante, C. (1992). Direct mechanical measurements of the 
elasticity of single DNA molecules by using magnetic beads. Science 258, 1122–1126. 
Spiers, A.J., and Sherratt, D.J. (1999). C-terminal interactions between the XerC and XerD 
site-specific recombinases. Molecular Microbiology 32, 1031–1042. 
83 
 
Stark, W.M., and Boocock, M.R. (1995). Gatecrashers at the catalytic party. Trends Genet. 
11, 121–123. 
Stark, W.M., Boocock, M.R., and Sherratt, D.J. (1992). Catalysis by site-specific 
recombinases. Trends Genet. 8, 432–439. 
Steiner, W.W., and Kuempel, P.L. (1998a). Sister chromatid exchange frequencies in 
Escherichia coli analyzed by recombination at the dif resolvase site. J. Bacteriol. 180, 6269–
6275. 
Steiner, W.W., and Kuempel, P.L. (1998b). Cell division is required for resolution of dimer 
chromosomes at the dif locus of Escherichia coli. Mol. Microbiol. 27, 257–268. 
Steiner, W., Liu, G., Donachie, W.D., and Kuempel, P. (1999). The cytoplasmic domain of 
FtsK protein is required for resolution of chromosome dimers. Mol. Microbiol. 31, 579–583. 
Stirling, C.J., Colloms, S.D., Collins, J.F., Szatmari, G., and Sherratt, D.J. (1989). xerB, an 
Escherichia coli gene required for plasmid ColE1 site-specific recombination, is identical to 
pepA, encoding aminopeptidase A, a protein with substantial similarity to bovine lens leucine 
aminopeptidase. EMBO J. 8, 1623–1627. 
Stouf, M., Meile, J.-C., and Cornet, F. (2013). FtsK actively segregates sister chromosomes in 
Escherichia coli. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 110, 11157–11162. 
St-Pierre, F., and Endy, D. (2008). Determination of cell fate selection during phage lambda 
infection. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 105, 20705–20710. 
Sträter, N., Sherratt, D.J., and Colloms, S.D. (1999). X-ray structure of aminopeptidase A 
from Escherichia coli and a model for the nucleoprotein complex in Xer site-specific 
recombination. EMBO J. 18, 4513–4522. 
Strick, T.R., Allemand, J.F., Bensimon, D., Bensimon, A., and Croquette, V. (1996). The 
elasticity of a single supercoiled DNA molecule. Science 271, 1835–1837. 
Strick, T.R., Croquette, V., and Bensimon, D. (2000). Single-molecule analysis of DNA 
uncoiling by a type II topoisomerase. Nature 404, 901–904. 
Stryer, L., and Haugland, R.P. (1967). Energy transfer: a spectroscopic ruler. Proc. Natl. 
Acad. Sci. U.S.A. 58, 719–726. 
Subramanya, H.S., Arciszewska, L.K., Baker, R.A., Bird, L.E., Sherratt, D.J., and Wigley, 
D.B. (1997). Crystal structure of the site-specific recombinase, XerD. EMBO J 16, 5178–
5187. 
Summers, D.K. (1989). Derivatives of ColE1 cer show altered topological specificity in site-
specific recombination. EMBO J. 8, 309–315. 
Summers, D.K., and Sherratt, D.J. (1984). Multimerization of high copy number plasmids 
causes instability: CoIE1 encodes a determinant essential for plasmid monomerization and 
stability. Cell 36, 1097–1103. 
Summers, D.K., Beton, C.W., and Withers, H.L. (1993). Multicopy plasmid instability: the 
dimer catastrophe hypothesis. Mol. Microbiol. 8, 1031–1038. 
84 
 
Thomsen, N.D., and Berger, J.M. (2009). Running in reverse: the structural basis for 
translocation polarity in hexameric helicases. Cell 139, 523–534. 
Travers, A.A. (2004). The structural basis of DNA flexibility. Philos Transact A Math Phys 
Eng Sci 362, 1423–1438. 
Travers, A.A., and Thompson, J.M.T. (2004). An introduction to the mechanics of DNA. 
Philos Transact A Math Phys Eng Sci 362, 1265–1279. 
Vafabakhsh, R., and Ha, T. (2012). Extreme bendability of DNA less than 100 base pairs long 
revealed by single-molecule cyclization. Science 337, 1097–1101. 
Val, M.-E., Bouvier, M., Campos, J., Sherratt, D., Cornet, F., Mazel, D., and Barre, F.-X. 
(2005). The single-stranded genome of phage CTX is the form used for integration into the 
genome of Vibrio cholerae. Mol. Cell 19, 559–566. 
Val, M.-E., Kennedy, S.P., El Karoui, M., Bonné, L., Chevalier, F., and Barre, F.-X. (2008). 
FtsK-dependent dimer resolution on multiple chromosomes in the pathogen Vibrio cholerae. 
PLoS Genet. 4, e1000201. 
Vanzi, F., Sacconi, L., and Pavone, F.S. (2007). Analysis of kinetics in noisy systems: 
application to single molecule tethered particle motion. Biophys. J. 93, 21–36. 
Vologodskii, A., and Cozzarelli, N.R. (1996). Effect of supercoiling on the juxtaposition and 
relative orientation of DNA sites. Biophys. J. 70, 2548–2556. 
Waldor, M.K., and Mekalanos, J.J. (1996). Lysogenic conversion by a filamentous phage 
encoding cholera toxin. Science 272, 1910–1914. 
Wang, L., and Lutkenhaus, J. (1998). FtsK is an essential cell division protein that is localized 
to the septum and induced as part of the SOS response. Mol. Microbiol. 29, 731–740. 
WATSON, J.D., and CRICK, F.H. (1953). The structure of DNA. Cold Spring Harb. Symp. 
Quant. Biol. 18, 123–131. 
Wilson, C.J., Zhan, H., Swint-Kruse, L., and Matthews, K.S. (2007). The lactose repressor 
system: paradigms for regulation, allosteric behavior and protein folding. Cell. Mol. Life Sci. 
64, 3–16. 
Winter, R.B., Berg, O.G., and von Hippel, P.H. (1981). Diffusion-driven mechanisms of 
protein translocation on nucleic acids. 3. The Escherichia coli lac repressor--operator 
interaction: kinetic measurements and conclusions. Biochemistry 20, 6961–6977. 
Yamamoto, D., Nagura, N., Omote, S., Taniguchi, M., and Ando, T. (2009). Streptavidin 2D 
crystal substrates for visualizing biomolecular processes by atomic force microscopy. 
Biophys. J. 97, 2358–2367. 
Yates, J., Aroyo, M., Sherratt, D.J., and Barre, F.-X. (2003). Species specificity in the 
activation of Xer recombination at dif by FtsK. Mol. Microbiol. 49, 241–249. 
Yates, J., Zhekov, I., Baker, R., Eklund, B., Sherratt, D.J., and Arciszewska, L.K. (2006). 
Dissection of a functional interaction between the DNA translocase, FtsK, and the XerD 
recombinase. Mol. Microbiol. 59, 1754–1766. 
85 
 
Yu, X.C., Tran, A.H., Sun, Q., and Margolin, W. (1998). Localization of cell division protein 
FtsK to the Escherichia coli septum and identification of a potential N-terminal targeting 
domain. J. Bacteriol. 180, 1296–1304. 
Zhu, X.D., and Sadowski, P.D. (1995). Cleavage-dependent ligation by the FLP recombinase. 
Characterization of a mutant FLP protein with an alteration in a catalytic amino acid. J. Biol. 



































1- Bates et Maxwell : DNA Topology - Oxford Bioscience, 2010 
2- Neidle : Nucleic acid structure and recognition-Oxford University Press, 2002 
3- Cantor et Schimmel : Biophysical Chemistry, 1980 
4- De Gennes : Scaling concepts in polymer  physics, Cornell University, 1979 
5- Doi L.D., Edwards S.F. : The theory of polymer dynamics, Clarendon press, 1988 
6- Cocco S., Marko J.F. et Monasson R.: C. R. Physique 3 569-584, 2002 












Author: DIAGNE Cheikh Tidiane 






Tyrosine recombinases are well known to catalyse site-specific DNA recombination in 
bacteria, archeae and eukaryotes. In bacteria, these recombinases are extensively used for 
programmed integration, excision and inversion of DNA segments. XerC and XerD are highly 
conserved tyrosine recombinases devoted to recombine dif sites, located in the terminal domain of 
circular bacterial chromosomes. XerCD-dif recombination resolves chromosome dimers to 
monomers before segregation and is thus required for the faithful segregation of sister 
chromosomes in daughter cells. To do so, its activity is precisely tuned and controlled during the 
bacterial cell cycle. In Escherichia coli, XerCD-dif activity is controlled by FtsK. In the absence 
of FtsK, XerC mediates the first strand exchange but the Holliday junction formed is resolved back 
to substrate. In its presence, XerD interacts with the gamma subdomain of FtsK and mediates the 
first strand exchange. The Holliday junction is then resolved by XerC. However, the way this septal 
DNA translocase acts on XerCD-dif recombination is not completely understood but involves the 
control of the assembly of the synaptic complex where recombination takes place. 
To understand the XerCD-dif recombination and its FtsK-mediated control, we studied the 
assembly and the activity of the recombination complexes on single DNA molecules using the 
Tethered Particle Motion method. In a first part, we demonstrated that FtsK is no needed for the 
synapse assembly but increases its formation rate. No recombination was detected within these 
synapses in the absence of the gamma subdomain of FtsK. In a second part, we showed that the 
gamma subdomain of FtsK is sufficient to activate recombination within these synapses. We also 
showed that XerD but not XerC leads to a DNA structural modification. Taken together, our results 
suggest that only the XerD-ready synapse is formed and XerD is a leader during the synapse 
assembly. 
 
Key words: site-specific recombination, tyrosine recombinase, xer, dif, synapse, tethered particle 
motion 
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TITRE: LA MISE EN EVIDENCE DE L’ASSEMBLAGE ET DE LA RECOMBINAISON 
XERCD-DIF A L’ECHELLE DE LA MOLECULE UNIQUE 
 
RESUME 
Les recombinases à tyrosine sont bien connues pour catalyser des recombinaisons 
spécifiques de site de l’ADN des bactéries, des archées et des eucaryotes. Chez les bactéries, ces 
recombinases sont impliquées dans l’intégration programmée, l’excision ou l’inversion de 
segments d’ADN. Les recombinases XerC et XerD sont des recombinases à tyrosine très 
conservées et dévouées à la recombinaison du site dif localisé dans le domaine ter des 
chromosomes bactériens circulaires. Le système XerCD-dif résout les dimères de chromosomes en 
monomères avant la ségrégation et est donc requis pour une ségrégation correcte des chromosomes 
frères dans les cellules filles. Pour cela, son activité est soumise à un contrôle précis durant le cycle 
bactérien. Chez Escherichia coli, l’activité de XerCD-dif est contrôlée par la protéine de division 
cellulaire FtsK. En l’absence de FtsK, XerC effectue le premier échange de brins, mais la jonction 
de Holliday ainsi formée est résolue en reformant le substrat de départ. En la présence de FtsK, 
XerD interagit avec le sous-domaine gamma de FtsK et effectue le premier échange de brins. La 
jonction de Holliday ainsi formée est résolue par XerC. Cependant, la façon dont cette translocase 
à ADN contrôle l’activité de recombinaison de XerCD-dif n’est pas bien comprise mais implique 
un contrôle de l’assemblage de la synapse de recombinaison.  
Afin de mieux comprendre le mécanisme de la recombinaison XerCD-dif et son contrôle 
par FtsK, nous avons étudié l’assemblage et l’activité des complexes de recombinaison par une 
méthode molécule unique : le Tethered Particle Motion. Dans un premier temps, nous avons montré 
que FtsK n’est pas requise dans la formation de la synapse XerCD-dif. Cependant, elle augmente 
le taux de formation des synapses. Nous n’avons détecté aucune recombinaison en l’absence du 
sous-domaine gamma de FtsK mais ce dernier est suffisant pour activer la recombinaison dans les 
synapses formées. La fixation de XerD seule à l’ADN entraine un changement structural de l’ADN 
tandis que XerC seule n’a aucun effet décelable sur l’ADN. Ces résultats suggèrent que seule la 
synapse « XerD-ready » est formée et que XerD est un leader durant l’assemblage de la synapse. 
 
MOTS CLES : recombinaison spécifique de site,  recombinase à tyrosine, xer, dif, synapse, 
tethered particle motion  
